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Infections of the respiratory system are common and vary  in severity, ranging from mild 
upper respiratory tract infections to more severe lower respiratory tract infections (LRTIs). 
LRTIs predominantly occur  in  infants,  immunocompromised  individuals, and  the elderly. 
These infections cause clinical syndromes such as bronchitis, bronchiolitis and pneumonia. 
The majority  of  LRTIs  in  infants  and  young  children  are  caused  by  viruses, whereas  a 
minority especially of the severe cases of pneumonia is caused by bacterial pathogens.1 
Bronchitis and bronchiolitis are  the  result of  inflammation of  the  tracheobronchial  tree. 
Inflammation  in these clinical entities  is mainly caused by  infection with viruses and to a 
lesser  extent  by  bacteria,  such  as  Mycoplasma  pneumoniae,  Haemophilus  influenzae, 
Chlamydophila  pneumoniae  and  Bordetella  pertussis.2,3  Viral  infection  of  the 
tracheobroncheal tree necessitates medical attention in approximately 20% of the annual 
birth cohort in the United States.4 Between 2 and 3% of children with these infections need 
to be hospitalised.4 The most prevalent respiratory pathogen is respiratory syncytial virus 
(RSV)4‐8.  RSV  causes  50‐80%  of  the  LRTIs  in  paediatric  outpatients,  followed  by  human 
rhinovirus  (5‐25%),  parainfluenza  virus  (5‐25%),  human  metapneumovirus  (5‐10%), 
coronavirus  (5‐10%), adenovirus  (5‐10%),  influenza virus  (1‐5%) and enterovirus  (1‐5%).4 
Viral LRTIs occur along seasonal patterns. For example, RSV  infection mostly occurs from 
November  through  April  in  the  northern  hemisphere.4,7,8  Seasonal  occurrence  and 
circulation of viruses is geographically determined as was clearly shown by Caini et al., who 
monitored the temporal patterns of influenza virus. They show a correlation between the 
incidence of influenza with the season for the northern and southern hemisphere, whereas 
countries in the inter‐tropical belt have no seasonal association.9 In addition to the annual 
changes  in  the occurrence of particular viruses, RSV has a biennial  cycle  consisting of a 
longer and a shorter season.10 
 
Infections by RSV present with a broad spectrum of clinical manifestations, from a common 
cold to severe LRTI requiring mechanical ventilation. Severe disease is frequently observed 
in children under the age of 6 months and forms the major reason for hospitalization in this 
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age group. RSV initially infects the epithelial cells of the upper respiratory system, which is 
usually  only  associated  with  mild  symptoms.  Subsequent  infection  of  the  bronchiolar 
epithelial  cells  results  in mucosal  inflammation,  oedema  and  airway  obstruction.  This 
inflammatory  response  against  RSV  infection  causes  typical  clinical  symptoms  such  as 
wheezing, coughing, rhinorrhoea and leads in severe cases to impaired breathing, requiring 
supplemental oxygen or even mechanical ventilation.11‐13 
About 6‐11% of the children admitted to hospital with RSV infection require intensive care 
admission14,15. Up to 35% of the children hospitalized with bronchiolitis are not receiving 
any  supportive  intervention  and  are  therefore  classified  as  mildly  infected16.  Among 
children that are discharged from the hospital, 4.6‐6.8% require again hospitalization after 
discharge from the hospital17,18. It is a challenging task for clinicians to avoid on one hand 
discharge of children who are at risk to develop severe disease and at the same time prevent 
unnecessary hospitalization of children with mild disease. 
The mechanisms underlying the development of severe infection are unknown. However, 
multiple clinical and  laboratory markers and genetic polymorphisms  in  immune‐response 
genes are associated with severity of disease19. In addition to the known confounders, such 
as age and premature birth, recent studies on host gene expression reveal an immunological 
basis  for  severity of disease.  This  strongly  suggests  that  the  response of  the host  after 
infection is a major determinant for the course of infection.20‐23 
Secondary infections can be caused by both viral and bacterial pathogens. Whether or not 
viral co‐infection contributes  to disease severity, especially  in  the case of RSV  is not yet 
completely understood24‐28. Some studies describe a correlation of viral‐viral  interactions 
with an increase in hospital admission29,30 or a direct increase in disease severity31. There is 
however  overwhelming  evidence  that  viral‐bacterial  co‐infections  can  lead  to  severe 
disease32‐34.  A  well‐known  example  is  co‐infection  by  Streptococcus  pneumoniae  or 
Staphylococcus  aureus  and  the  influenza  virus33,35. Other  viruses,  such  as  parainfluenza 
viruses, rhinoviruses and adenoviruses, have as well been associated with severe bacterial 
pneumonia.36‐39 
 
RSV  has  been  documented  to  facilitate  viral‐bacterial  interactions.  Epidemics  show  a 
temporal correlation with an increased incidence of bacterial pneumonia.40‐42 Thorburn et 
al. showed that up to 40% of  inpatients with severe bronchiolitis by RSV had a bacterial 
infection of the lower respiratory tract and co‐morbidity predisposed to more severe RSV 
disease.41  Most  RSV‐bacterial  co‐infections  involve  bacteria,  such  as  Streptococcus 
pneumoniae, Haemophilus  influenzae  and Moraxella  catarrhalis,  but  also  Pseudomonas 
aeruginosa.41,42 
Interestingly, not only infection by potentially pathogenic bacteria in the lower respiratory 
tract may have an impact on disease severity, but also other bacterial species that reside in 
the microbiome of the upper respiratory system. The microbiome of the respiratory tract is 
a  complex  and dynamic microbial  community of different microorganisms  covering  the 
epithelial cells and plays a role in the protection against invasion of pathogenic microbes. 
The microbiome is influenced by dietary, medical and hygienic practices. Its composition is 
associated  with  infectious  diseases43‐47  and  development  of  disease48‐51.  For  example, 
Streptococcus pneumoniae density  in  the nasopharynx has been correlated  to RSV  load, 
inflammation  and  disease  severity.46,52  In  addition,  nasopharyngeal  colonization  by 
Streptococcus  pneumoniae,  Haemophilus  influenzae,  Moraxella  catarrhalis  or 
Staphylococcus aureus in patients with bronchiolitis may result in an increase in length of 
hospitalization.47 Haemophilus influenzae had the most significant influence on the time of 
admission, extending hospitalization by at least 2 days.47 These observations underscore the 
importance and potential of the nasopharyngeal microbiome as a future diagnostic target. 
 
The  diagnosis  of  LRTIs  is  often  solely  based  on  clinical  examination.  Unfortunately, 
diagnostic methods  to  discriminate  between  viral  and  bacterial  infections  are  not  yet 
sensitive and specific enough, leading to misdiagnosis53‐55, which can have significant clinical 
consequences including inappropriate antibiotic treatment, unnecessary hospital admission 
and underestimation of the severity of disease. It is therefore crucial to quickly determine 
the causative agent and subsequently initiate the most appropriate treatment. 
Specimens of the patient must be collected and analysed to detect the infectious agent to 
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hospitalization.47 Haemophilus influenzae had the most significant influence on the time of 
admission, extending hospitalization by at least 2 days.47 These observations underscore the 
importance and potential of the nasopharyngeal microbiome as a future diagnostic target. 
 
The  diagnosis  of  LRTIs  is  often  solely  based  on  clinical  examination.  Unfortunately, 
diagnostic methods  to  discriminate  between  viral  and  bacterial  infections  are  not  yet 
sensitive and specific enough, leading to misdiagnosis53‐55, which can have significant clinical 
consequences including inappropriate antibiotic treatment, unnecessary hospital admission 
and underestimation of the severity of disease. It is therefore crucial to quickly determine 
the causative agent and subsequently initiate the most appropriate treatment. 
Specimens of the patient must be collected and analysed to detect the infectious agent to 
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establish an appropriate diagnosis. There is a wide range of sampling methods to diagnose 
lower respiratory tract infections. It is important to note that pathogens usually reside in 
the  upper  respiratory  tract  before  descending  to  the  lower  respiratory  tract51.  Most 
respiratory pathogens can be retrieved from the nasopharynx. Non‐invasive sampling, such 
as nasal swabs, sputa, or nasopharyngeal washes, is preferred. 
Samples from the URT are not suitable to confirm bacterial infection of the lower respiratory 
tract. This  is due  to  a high  rate of  asymptomatic  colonization of potentially pathogenic 
bacteria, such as Streptococcus pneumoniae, Neisseria meningitidis, Staphylococcus aureus 
and  Haemophilus  influenzae  in  children.  Therefore,  invasive  sampling,  such  as 
bronchoalveolar  lavage,  will  occasionally  be  necessary2,3,56.  However,  the  majority  of 
children with a LRTI are empirically treated with antibiotics, as the routine acquisition of 
invasive samples is difficult57. In case of infection by RSV, a nasopharyngeal swab or wash 
provides an accurate clinical matrix, since RSV first infects the nasopharynx58. 
 
The majority of diagnostic  analyses  are performed  at  a  centralized  laboratory  to which 
patient materials are transported. When a bacterial infection is suspected, traditionally this 
sample (blood, sputum, etc.) is cultured. However, with the emergence of new molecular 
diagnostics tools these culturing methods are steadily replaced by nucleic acid amplification 
tests  (NAATs).  Sample  analyses  by  NAATs  is  the  golden  standard  for  suspected  viral 
infections2.  This due  to  the  fact  that  culturing  techniques  lack  sensitivity  and  are  time‐
consuming, taking days instead of hours. NAAT‐based diagnostic tests target nucleic acids, 
which are present  in each organism. Nucleic acids occur  in  two main  forms of  single or 
double  stranded  chains of deoxyribonucleic acid  (DNA) or  ribonucleic acid  (RNA). These 
molecules  provide  a  unique  diagnostic  target  to  determine  the  causative  agent  of  an 
infection.  Analysis  of  nucleic  acids  is  drastically  simplified  by  the  development  of  the 
polymerase chain reaction  (PCR).  In 1985 K.B. Banks published the first primer‐mediated 
enzymatic amplification of specific sequences in genomic DNA.59 Since its introduction, the 
PCR method has evolved and  is  indispensable  in current  laboratory diagnosis. PCR  is also 
increasingly  used  for  quantification.  The  quantitative  PCR  (qPCR)  has  the  capacity  to 
 
quantify targets by the addition of a labelled probe or intercalating dye.60,61 
 
Patient materials are analysed for the presence or absence of RSV and other viral respiratory 
pathogens by qPCR. Often analysis is performed in multiplex, containing a panel of the most 
frequently observed viral respiratory pathogens.62,63 NAATs have a high sensitivity and the 
potential to be fast. However, it is a relatively complicated diagnostic technique requiring 
expertise for analysis and interpretation. In addition, due to its centralized setting, tests are 
often performed in batches, resulting in substantial time loss. 
The majority of children with LRTIs are empirically treated with antibiotics. Accurate and 
fast diagnosis could substantially enhance the quality of care and lower the disease burden. 
This  may  help  to  reduce  antibiotic  misuse  which  propagates  antimicrobial  resistance, 
currently one of the greatest challenges of global health64. Furthermore, diagnostic testing 
in  close proximity  to  the patient may also  significantly prevent  the  spread of  infectious 
diseases, since the effectiveness of outbreak interventions is very dependent on the time 
to diagnosis. Therefore, decentralization of diagnostic services is an important requirement 
to diminish  the  time between  sample  taking and diagnosis. To  facilitate  this need, new 
diagnostic tests and platforms have been introduced over the past years. These diagnostic 
platforms can be classified in two kind of assays: Point‐of‐Care Tests (POCTs) and sample‐in 
result‐out platforms (SIROs). 
POCTs are simple immunochromatographic assays detecting antigens or antibodies and are 
ideally performed at the bedside. Several POCTs are used as a diagnostic test for LRTIs65‐67. 
However, these tests are predominantly  applied  in  inpatient  settings.  An  example  of 
such  a  POCT  is  the  BinaxNOW  RSV  test.  This immunochromatographic assay detects the 
fusion protein antigen of RSV in nasal washes or in nasopharyngeal swabs of symptomatic 
patients65. 
In addition to the direct detection of pathogens, analysis of inflammatory markers in serum 
may be helpful to distinguish bacterial from viral infections. Measuring serum proteins, such 
as C‐reactive protein (CRP) or Procalcitonin (PCT), may provide an indication whether the 
infection has a bacterial or viral cause66,67. This may help to avoid unnecessary antibiotic 
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therapy68. Currently, the most commonly tested serum protein in the context of infectious 
diseases  is CRP. Low CRP  levels during  infection strongly  indicate  the presence of a viral 
infection. However, CRP levels vary substantially between various studies in which different 
methods of detection were used, leading to study dependent cut‐off values and therefore 
shortfalls  in  the  potency  of  becoming  a  universal  standard.66 The  ease  of  use  and  fast 
performance  of  POCTs  significantly  reduce  the  time  to  diagnosis  thus  enabling  a  rapid 
initiation of adequate treatment. However, these tests are far less sensitive and versatile in 
comparison to NAATs.69‐72 
Recently more complicated NAAT‐based SIROs have been  introduced for rapid detection. 
These fully integrated systems provide a sample‐in result‐out setup with the advantages of 
conventional  NAATs  in  combination  with  a  reduction  in  the  required  expertise  for 
performance and interpretation. These platforms offer advantages in accuracy, sensitivity 
and quantification and also introduce the capacity to measure multiple targets in parallel. 
Currently, the turnaround time is still substantial in comparison to the minutes necessary 
to obtain the results of POCTs. However, as hands‐on time of these SIROs  is  limited, the 
turnaround  time  is  a matter of hours  rather  than days. When  compared  to  centralised 
performed diagnostic approaches, these platforms display great potential. Most promising 
of the NAAT‐based SIROs advantage over the POCTs  is their capacity to analyse multiple 
analytes in parallel. Multi‐analyte analysis, especially concerning nucleic acids, can provide 
significantly more information with regards to the state of disease, the type of pathogens 
and  the  potential  effectiveness  of  treatments.  This  is  a  significant  step  forward  in 
comparison to current diagnostic platforms.73 
Methods  of  detection  implemented  for  NAAT‐based  SIROs  vary  per  platform.  Most 
commonly these diagnostic platforms utilize multiplex reverse transcriptase PCR (RT‐PCR) 
or  related  variations  on  this  protocol,  such  as  loop‐mediated  isothermal  amplification 
(LAMP) and the more recently published multiplex ligation‐dependent probe amplification 
(MLPA).74‐77 LAMP isothermally amplifies target DNA utilizing strand displacement by DNA 
polymerase and a set of two inner and outer probes. Amplification and detection occur in a 
single step by loop‐based multiplication of the target without the need for special reagents 
 
or temperature control.74,75 MLPA does not amplify the target sequence. Instead sequence 
specific probes are amplified and quantified. Amplification is dependent on the ligation of 
two different probes, which hybridise adjacent to the target sequence. The end sequences 
of the ligated probe are identical permitting universal amplification.74,76 
The addition of reverse transcriptase (RT) introduces the capacity to amplify RNA molecules, 
which are  initially enzymatically converted by RT  to complementary DNA  (cDNA) before 
being amplified. The conversion of RNA to cDNA does not interfere with the measurement 
of genomic DNA and makes parallel measurement of DNA and RNA possible. In addition, 
messenger RNA (mRNA) can be measured, which allows assessment of the host response. 
Several  of  these  SIROs  have  become  available  for  the  detection  of  viral  respiratory 
pathogens (table 1).74,77‐80 An example of a currently commercially available fully integrated 
platform is the FilmArray. The respiratory panel available for this platform simultaneously 
analyses 20 unique analytes, detecting 17 respiratory viruses and 3 bacterial pathogens81. 
Complete analysis by the FilmArray platform, from integrated sample preparation to results, 
takes  approximately  1  hour.74,77,79  An  example  of  a  SIRO  detecting  solely  non‐viral 
respiratory pathogens  is the P55 Pneumonia assay for the Unyvero platform. This NAAT‐
based SIRO assay  identifies 19 bacteria and a yeast‐like  fungus Pneumocystis  jirovecii.  In 
addition,  it  simultaneously assesses  the presence of 17 antibiotic  resistance markers by 
which therapy can be directly guided.77 
The main  advantage of  these NAAT‐based  SIROs  is  the minimal  knowledge  required  to 
perform the assay. Although most of these platforms have a low throughput, they offer a 
great  step  forward  to  offer  a  solution  for  a  rapid  and  reliable  detection  of  pathogens 
involved  in  LRTIs.  Despite  the  advancement  in  the  implementation  of  fully  integrated 
diagnostic platforms, their full potential has not been completely utilized. Currently, these 
platforms  measure  conventional  targets,  such  as  pathogens  or  resistance  markers. 
However, recent discoveries show the importance of measuring host markers to predict and 
influence the course and outcome of disease.20‐23 The current platforms can potentially be 
used not only to measure the presence of the pathogen but also to evaluate essential host 
markers. This is especially relevant for respiratory viruses, since viral pathogens utilise the 
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host machinery to replicate and severe disease is most often caused by the immunological 
response to the viral  infection. Measurement of host markers, which are associated with 
severity of disease, may support clinicians in their decision whether or not a child needs to 
be or remain hospitalized and distinguish viral from bacterial infections, or co‐infection by 
bacteria and viruses53‐55. 
 
 
Table 1. Commercially available multiplex (>2 analytes) sample‐in result‐out platforms (SIROs) for viral 
lower respiratory pathogens. 
Platform  Company  Assay  Number of analytes  Detects  Reference 
FilmArray  Biomérieux  Respiratory panel  20  Vir+Bac  81 
Verigene platform  Nanosphere  RP Flex  16  Vir+Bac+Res  82 
Gene Xpert  Cepheid  FLU/RSV XC  3  Vir  83 
    FLU  3  Vir  84 
Idylla  Biocartis  IFV‐RSV panel  8  Vir+Res  85 
Vir: Viral pathogens; Bac: Bacterial pathogens; Res: Antibiotic resistance 
 
 
Nucleic acids can also be utilized as binding molecules, so called aptamers. Aptamers are 
short, single‐stranded oligonucleotides, which adopt sequence‐dependent conformations 
conferring  high  affinity  and  specificity  in  binding  a  wide  range  of  non‐nucleic  acid 
targets.86,87 
Since aptamers are chemically synthesized, distinctive properties such as binding affinity 
and specificity can be well controlled and most  importantly high reproducibility of these 
qualities can be achieved. In addition, aptamers are chemically stable over a wide range of 
pH, storage conditions and  temperature, and are not as sensitive  to organic solvents as 
antibodies88. These are promising  characteristics  for POCTs, which are mainly antibody‐
based. Antibodies are produced in vivo (polyclonal) or ex vivo (monoclonal) which may lead 
to biological variability resulting  in poor and variable sensitivity of POCTs.89 Furthermore, 
oriented  labelling options  for  antibodies  are  limited  and  can  lead  to decreased  affinity. 
 
Aptamers  can  be  directionally,  most  often  terminally,  labelled  with  functional90‐93  or 
analytical94,95 probes without loss of function96. We conclude that aptamers are a promising 
alternative to replace antibodies. 
 
Recent  technological  developments  offer  great  potential  to  improve  the  differential 
diagnosis of viral LRTIs. In this thesis, we describe potential solutions for the unmet needs 
in the diagnosis of bronchiolitis caused by the most prevalent pathogen, RSV. Starting with 
the  aim  to  predict  the  course  of  RSV  infection,  we  discovered  nasopharyngeal  host 
expression markers which correlate with disease severity. In addition, we implemented and 
validated  a  robust  and  sensitive  PCR‐based  method  to  analyse  the  composition  and 
dynamics of  the nasal microbiome. Since countless parameters need  to be optimized  to 
develop  novel  diagnostics we  developed  an  offline  optimization  assay.  And  finally, we 
developed a quantitative mRNA expression protocol on a sample‐in result‐out molecular 
platform. 
 
Overall aim of the thesis: To investigate new nucleic acid‐based diagnostic approaches and 
methods to improve the diagnosis of viral respiratory tract infections. 
 
Structure  of  the  thesis:  The  first  part of  this  thesis,  from  clinic  to  laboratory, presents 
studies which were performed to discover new diagnostic markers using clinical samples. In 
the second part, from laboratory to clinic, studies on new diagnostic techniques, that could 
potentially help to improve current diagnostic platforms, are described. 
 
From Clinic to Laboratory. Respiratory syncytial virus (RSV) causes RTIs with various degrees 
of severity. Due to this variability in clinical manifestations, the burden of RSV infections is 
high and therefore prognostic markers predicting the course of disease are of great value. 
In  Chapter  Two  we  examined  nasopharyngeal  gene  expression  of  infants  with  a  RSV 
infection  for disease severity markers. Micro‐array analysis was performed on  total RNA 
isolated from nasopharyngeal washes collected in two clinical studies to discover markers 
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high and therefore prognostic markers predicting the course of disease are of great value. 
In  Chapter  Two  we  examined  nasopharyngeal  gene  expression  of  infants  with  a  RSV 
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related to disease severity. Subsequently, the markers were validated by qPCR, proving the 
correlation with disease severity for four of the discovered markers: CCL7, MSMB, MUC13 
and TSPAN8. 
Respiratory pathogens interact with the microbiome of the upper respiratory tract. These 
interactions  may  enhance  or  reduce  the  development  of  disease.  Therefore,  the 
composition of the microbiome may influence RTIs. In Chapter Three we describe a Gram‐
based  quantitative  polymerase  chain  reaction  (GSPBR‐PCR)  method  to  monitor  the 
microbiome  and  its  dynamics.  By  distinguishing  Gram‐positive  from  Gram‐negative 
bacteria,  a  Gram‐ratio  was  calculated  and  utilized  to  analyse  the  nasopharyngeal 
microbiome composition in two independent studies. The GSPBR‐PCR was validated using 
nasopharyngeal  washes  from  a  pneumococcal  carriage  model  and  human  rhinovirus 
infection study. 
 
From Laboratory to Clinic. Nucleic acids are not only targets for diagnostics but can also be 
used as detection molecules for diagnostic devices. 
In Chapter Four the use of nucleic acids as protein binding molecules, so called aptamers, is 
reviewed.  Chemically  synthesized  and  highly  specific  alternatives  to  the  currently  used 
antibodies,  aptamers  and  aptamer‐based  sensors,  or  aptasensors,  were  theoretically 
evaluated by an extensive literature study for their potential to use as a point of care device 
in the field of viral diagnostics. 
In Chapter Five we describe the utilization of nucleic acids for the development of a nucleic 
acid  sandwich  hybridization  assay  to  pre‐screen  assay  conditions  for  complex 
electrochemical  biosensors.  This  assay  proved  suitable  for  the  optimization  of  assay 
conditions and analytical parameters by detecting  specific nucleic acid sequences  in  the 
picomolar range. In addition, because of high throughput and flexibility, this method can be 
of great value for complex electrochemical biosensors since online assay development can 
become costly and time‐consuming. 
Nucleic acids can also be targeted as a diagnostic marker.  In Chapter Six the capacity to 
measure  the  expression  of  four  severity  markers  in  1  millilitre  whole  blood  on  a 
 
commercially available diagnostic platform was evaluated. The  Idylla™ platform  is a fully 
automated  sample‐in  result‐out  diagnostic  system  designed  for  decentralized  use with 
minimal hands‐on‐time. To assess  the quality and potential of  the  Idylla™ platform, we 
determined the biological and technical variance and describe the successful integration of 
a mRNA isolation and quantification protocol to the Idylla™ cartridge. 
 
Finally,  in  Chapter  Seven,  we  discuss  the  results  obtained  in  our  studies  and  their 
implications for improvement of current diagnostic techniques. In addition, we discuss our 
view on the future of diagnostic approaches in the context of viral RTIs. 
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Abstract 
 
Respiratory syncytial virus (RSV) causes mild infections in the vast majority of 
children.  However,  in  some  cases,  it  causes  severe  disease,  such  as 
bronchiolitis  and  pneumonia.  Development  of  severe  RSV  infection  is 
determined by the host response. Therefore, the main aim of this study was 
to identify biomarkers associated with severe RSV infection. 
To  identify  biomarkers,  nasopharyngeal  gene  expression  was  profiled  by 
microarray  studies,  resulting  in  the  selection  of  five  genes:  ubiquitin  D, 
tetraspanin  8, mucin  13,  β‐microseminoprotein  and  chemokine  ligand  7. 
These genes were validated by real‐time quantitative PCR in an independent 
validation cohort, which confirmed significant differences in gene expression 
between  mildly  and  severely  infected  and  between  recovery  and  acute 
patients. 
Nasopharyngeal aspirate samples are regularly taken when a viral respiratory 
tract  infection  is  suspected.  In  this  article,  we  describe  a  method  to 
discriminate between mild  and  severe RSV  infection based on differential 
host gene expression. The combination of pathogen detection and host gene 
expression analysis in nasopharyngeal aspirates will significantly improve the 
diagnosis and prognosis of respiratory tract infections.   
 
 
 
Introduction 
 
Respiratory  syncytial  virus  (RSV)  is  the  most  common  cause  of  viral  respiratory  tract 
infections among hospitalised children. Symptoms range from a common cold to severely 
compromised  respiratory  function,  causing  6‐15%  of  the  admitted  children  to  require 
intensive care1,2. It is difficult to predict the course of disease in infants, especially in children 
under  the age of 3 months. Current  clinical prediction  rules are based on demographic 
criteria and clinical symptoms3‐10 and although they may improve clinical judgement7,8, they 
are not routinely used in daily practice. More objective and reproducible predictions may 
be achieved by using biomarkers11‐15. 
Recent publications showed that gene expression profiles in peripheral blood mononuclear 
cells represent the subject’s health. Ramilo et al.16 were able to discriminate  influenza A, 
Escherichia  coli  and  Streptococcus  pneumoniae  infection  with  95%  accuracy,  and 
distinguished E. coli from Staphylococcus aureus infection with 85% accuracy by analysing 
mRNA  expression  level  in  young patients.  In  the  case  of RSV  infections, Mejias  et  al.17 
showed, based on blood RNA profiles of infants, a classification of infants with RSV lower 
respiratory  tract  infection  (LRTI)  versus  rhinovirus or  influenza  LRTI with  95%  accuracy. 
Additional  studies  confirmed  these observations  and described  the discovery of  several 
biomarkers in blood by which different states of disease could be distinguished18. 
These findings may be of great value for clinical decision making. However, the studies, as 
described, were performed using blood  samples, of which only  limited  volumes  can be 
obtained  from paediatric patients. Thus,  it would be worthwhile to study whether other 
clinical materials could be used that reflect the host response and may harbour prognostic 
value. The nasopharynx is the point of entry of all respiratory viruses; moreover, a sample 
from this site is already taken to diagnose viral infections using real‐time quantitative PCR 
(RT‐qPCR)19.  The  use  of  nasopharyngeal  aspirates  (NPAs)  for  the measurement  of  host 
biomarker expression for prognostic purposes would be worthwhile to assess, especially as 
clinical laboratories would only need minimal adjustment to integrate this test into current 
practice. Knowledge in regards gene expression in the nasopharynx during RSV infections is 
limited and has been gained solely from animal models20. 
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In this study, we assessed the possibility of measuring host gene expression in NPA taken 
from children with laboratory‐confirmed RSV infections and aimed to identify markers with 
potential prognostic value for the course of disease. 
 
 
Materials and methods 
 
Ethics. The study was approved by the Committee on Research Involving Human Subjects 
of the Radboud University Medical Center (Nijmegen, the Netherlands). All clinical samples 
collected  from  patients  in  our  cohorts were  enrolled  following  informed  consent  from 
parents or guardians. The clinical information available to subjects being recruited for the 
study included a clear description of the risks and benefits of participation, indicating the 
required  insurance and procedures, safe handling and protection of all data. All subjects 
were informed that there was no obligation to participate and that declining to participate 
or leaving the study had no adverse consequences. 
 
Study design. Children <5 years of age with symptoms of viral LRTI were  included. These 
symptoms included increased respiratory effort (e.g. tachypnoea and/or use of accessory 
respiratory  muscles)  and/or  expiratory  wheezing  and/or  crackles  and/or  apnoea. 
Retrospectively,  the  LRTI  was  confirmed  by  RT‐qPCR  on  nasopharyngeal  washes  as 
described  previously19.  Patients  with  congenital  or  acquired  immune  deficiency, 
immunosuppressive medication  (including  >24  hours  of  glucocorticosteroids)  or  severe 
psychomotor retardation were excluded. 
All subjects were recruited at two hospitals in Nijmegen. Subjects admitted were screened 
for symptoms typical for viral respiratory tract infection, as described previously. When RSV 
infection was  suspected, a NPA was  collected within 24 hours of admission  (acute) and 
parents of hospitalised children were asked permission to draw a second NPA sample 4–6 
weeks after admission (recovery). Medical history, demographics and clinical parameters 
were collected from questionnaires and medical records. Patients were classified into three 
different groups based on the degree of supportive care they needed during the course of 
disease: no supportive care; supplemental oxygen (when oxygen saturation was <93% for 
 
 
 
>10 minutes); or mechanical ventilation. 
Microarrays were performed on samples from the cohort published by Brand et al.18 (n=30, 
2006–2009) and subsequently selected markers were validated in the cohort of I.M.L. Ahout 
and co‐workers (personal communication; manuscript in preparation) (n=44, 2010–2012). 
 
Sample collection. After  informed consent, a NPA sample was collected by  introducing a 
catheter, connected to a collection tube and an aspiration system, into the nasopharyngeal 
cavity. Then, saline (0.5‐1.5 mL) was instilled into the catheter and, while slowly retracting 
the catheter, the nasopharyngeal fluid was aspirated in a collection tube. Afterwards, the 
catheter was flushed with saline and added to the collection fluid. 
The samples were kept on ice and immediately transferred to the laboratory, where they 
were centrifuged  (500×g)  for 10 minutes at 4°C  to spin down  the mucus and cells, after 
which the pellet was mixed with Trizol (Life Technologies, Carlsbad, CA, USA) and stored at 
‐80°C.  RT‐qPCR was  performed  using  the  supernatant  to  confirm  viral  aetiology  of  the 
disease19. 
 
Microarray.  RNA  was  extracted  from  NPA  in  Trizol  according  to  the  manufacturer’s 
protocol. The final RNA pellet was washed twice with 1 mL of 75% ethanol, air dried and 
resuspended in 100 μL of RNAse/DNase free water. Subsequently, a clean‐up of the total 
RNA was performed with the RNeasy Minikit (Qiagen, Hilden, Germany) according to the 
manufacturer’s  instructions.  RNA  integrity  and  quality  for  the microarray was  assessed 
using a RNA 6000 Nano LabChip on an Bioanalyzer 2100 system (Agilent, Santa Clara, CA, 
USA). 
RNA  processing,  target  labelling  and  hybridisation  to  gene  expression  arrays  was 
performed.  Biotin‐labelled  cRNA  was  obtained  using  the  One‐Cycle  Eukaryotic  Target 
Labeling Assay (Affymetrix Inc., Santa Clara, CA). 15 μg of fragmented, biotin‐labelled cRNA 
was hybridised to Affymetrix GeneChip Human Genome U133 Plus 2.0 arrays according to 
standard Affymetrix protocol. 
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Microarray  data  analysis.  Quality  control  analyses  were  performed  as  previously 
described21.  Scanned  images were  inspected  for  artefacts,  percentage  of  present  calls 
(<25%)  and  controls of RNA degradation. Background  signal was  removed using  robust 
multichip  analysis  and  probe  intensity  levels  were  quantile‐normalised  across  arrays. 
Microarray analysis was performed using ArrayStar4 (DNAStar, Madison, WI, USA). 
After  the microarray data were obtained, comparisons were made based on  supportive 
care: the need for supportive care (comparison 1) and mechanical ventilation (comparison 
2). p‐values were corrected for false discovery rate and, subsequently, the significant genes 
with a four‐fold change were selected, while probes directed at noncoding sequences were 
excluded22. 
The selected genes were not normally distributed according to the d’Agostino and Pearson 
omnibus normality test (α=0.05) (Prism 5; Graphpad Software, La Jolla, CA, USA). Therefore, 
a permutation test using MultiExperiment Viewer (tm4group; Dana‐Farber Cancer Institute, 
Boston, MA, USA) with random group samples (105) was performed and the median fold 
change cut‐off was set at 2.50  log. The overlapping genes between the two comparisons 
and the only upregulated gene were selected for validation by RT‐qPCR. 
 
Gene validation by RT‐qPCR. Samples were defrosted on ice and RNA was extracted from 
NPA in Trizol according to the manufacturer’s protocol. The RNA pellet was washed twice 
with 1 mL of 75% ethanol, air dried, re‐suspended in 100 μL of diethylpyrocarbonate‐treated 
water. Subsequently, a clean‐up was performed with the RNeasy Minikit according to the 
manufacturer’s  instructions.  The  elutate  was  treated  with  TURBO  DNA‐free  (Life 
Technologies); subsequently, cDNA synthesised by iScript (Biorad, Hercules, CA, USA) and 
stored at ‐20°C. 
The RT‐qPCR was  conducted on a CFX96  (Biorad) using Taqman gene expression assays 
(Hs.00197374_m1,  Hs.00610327_m1,  Hs.00217239_m1,  Hs.00738231_m1,  Hs.00171147 
_m1  and  Hs.02758991_g1;  Life  Technologies)  and  IQ  Powermix  (Biorad).  The  PCR 
programme consisted of an initial 5 minutes at 96°C, followed by 40 cycles of 15 seconds at 
96°C and 45 seconds at 60°C. The data generated were analysed using CFX Manager 3.0 
 
 
 
(Biorad) and the cut‐off value was set by using the single threshold mode for quantification 
cycle  (Cq) determination.  The data were normalised by  subtracting  the Cq‐value of  the 
housekeeping  gene,  i.e.  glyceraldehyde  3‐phosphate  dehydrogenase  (GAPDH) 
(Hs.02758991_g1; Life Technologies). 
 
Statistical analysis. Significance of the microarray analysis was calculated by a permutation 
test, with 105 random group samples using TMEV (tm4group). Significance of the RT‐qPCR‐
measured gene expression was calculated by Mann–Whitney U‐tests using Prism 5, where 
a two‐sided value of p<0.05 was considered statistically significant. 
Correlation was assessed by Spearman analysis using SPSS (IBM, Armonk, NY, USA), where 
a  two‐sided  value  of  p<0.05  was  considered  statistically  significant.  For  the  patient 
characteristics,  the  Kruskal–Wallis  analysis  was  performed;  in  the  case  of  significance 
(p<0.05), we  subsequently performed Mann‐Whitney U‐tests  for  individual  comparisons 
using SPSS. 
 
 
Results 
 
Microarray data analysis. In this study, the clinical value of nasopharyngeal gene expression 
was  assessed  by  conducting microarrays  on  NPAs  of  30  infants with  a  confirmed  RSV 
infection, both mono‐ (RSV) and co‐infections. The patient characteristics are displayed in 
table 1. No  significant differences were  found, except  for  the parameters on which  the 
clinical categorisation was based and gestational age. 
To  select potential biomarkers,  comparisons were made using microarray  analysis with 
regards to the need for supportive care: supplemental oxygen (comparison 1) and the need 
for mechanical ventilation (comparison 2). The permutation test led to an initial selection 
of 53 targets (table S1) for comparison 1 and 93 targets for comparison 2 (table S2). By the 
subsequent introduction of a median fold change cut‐off of 2.5 log, 16 genes were selected 
that were significantly differentially expressed in comparison 1 (table S3) and 28 genes were  
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Microarray  data  analysis.  Quality  control  analyses  were  performed  as  previously 
described21.  Scanned  images were  inspected  for  artefacts,  percentage  of  present  calls 
(<25%)  and  controls of RNA degradation. Background  signal was  removed using  robust 
multichip  analysis  and  probe  intensity  levels  were  quantile‐normalised  across  arrays. 
Microarray analysis was performed using ArrayStar4 (DNAStar, Madison, WI, USA). 
After  the microarray data were obtained, comparisons were made based on  supportive 
care: the need for supportive care (comparison 1) and mechanical ventilation (comparison 
2). p‐values were corrected for false discovery rate and, subsequently, the significant genes 
with a four‐fold change were selected, while probes directed at noncoding sequences were 
excluded22. 
The selected genes were not normally distributed according to the d’Agostino and Pearson 
omnibus normality test (α=0.05) (Prism 5; Graphpad Software, La Jolla, CA, USA). Therefore, 
a permutation test using MultiExperiment Viewer (tm4group; Dana‐Farber Cancer Institute, 
Boston, MA, USA) with random group samples (105) was performed and the median fold 
change cut‐off was set at 2.50  log. The overlapping genes between the two comparisons 
and the only upregulated gene were selected for validation by RT‐qPCR. 
 
Gene validation by RT‐qPCR. Samples were defrosted on ice and RNA was extracted from 
NPA in Trizol according to the manufacturer’s protocol. The RNA pellet was washed twice 
with 1 mL of 75% ethanol, air dried, re‐suspended in 100 μL of diethylpyrocarbonate‐treated 
water. Subsequently, a clean‐up was performed with the RNeasy Minikit according to the 
manufacturer’s  instructions.  The  elutate  was  treated  with  TURBO  DNA‐free  (Life 
Technologies); subsequently, cDNA synthesised by iScript (Biorad, Hercules, CA, USA) and 
stored at ‐20°C. 
The RT‐qPCR was  conducted on a CFX96  (Biorad) using Taqman gene expression assays 
(Hs.00197374_m1,  Hs.00610327_m1,  Hs.00217239_m1,  Hs.00738231_m1,  Hs.00171147 
_m1  and  Hs.02758991_g1;  Life  Technologies)  and  IQ  Powermix  (Biorad).  The  PCR 
programme consisted of an initial 5 minutes at 96°C, followed by 40 cycles of 15 seconds at 
96°C and 45 seconds at 60°C. The data generated were analysed using CFX Manager 3.0 
 
 
 
(Biorad) and the cut‐off value was set by using the single threshold mode for quantification 
cycle  (Cq) determination.  The data were normalised by  subtracting  the Cq‐value of  the 
housekeeping  gene,  i.e.  glyceraldehyde  3‐phosphate  dehydrogenase  (GAPDH) 
(Hs.02758991_g1; Life Technologies). 
 
Statistical analysis. Significance of the microarray analysis was calculated by a permutation 
test, with 105 random group samples using TMEV (tm4group). Significance of the RT‐qPCR‐
measured gene expression was calculated by Mann–Whitney U‐tests using Prism 5, where 
a two‐sided value of p<0.05 was considered statistically significant. 
Correlation was assessed by Spearman analysis using SPSS (IBM, Armonk, NY, USA), where 
a  two‐sided  value  of  p<0.05  was  considered  statistically  significant.  For  the  patient 
characteristics,  the  Kruskal–Wallis  analysis  was  performed;  in  the  case  of  significance 
(p<0.05), we  subsequently performed Mann‐Whitney U‐tests  for  individual  comparisons 
using SPSS. 
 
 
Results 
 
Microarray data analysis. In this study, the clinical value of nasopharyngeal gene expression 
was  assessed  by  conducting microarrays  on  NPAs  of  30  infants with  a  confirmed  RSV 
infection, both mono‐ (RSV) and co‐infections. The patient characteristics are displayed in 
table 1. No  significant differences were  found, except  for  the parameters on which  the 
clinical categorisation was based and gestational age. 
To  select potential biomarkers,  comparisons were made using microarray  analysis with 
regards to the need for supportive care: supplemental oxygen (comparison 1) and the need 
for mechanical ventilation (comparison 2). The permutation test led to an initial selection 
of 53 targets (table S1) for comparison 1 and 93 targets for comparison 2 (table S2). By the 
subsequent introduction of a median fold change cut‐off of 2.5 log, 16 genes were selected 
that were significantly differentially expressed in comparison 1 (table S3) and 28 genes were  
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selected  in  comparison  2  (table  S4).  The  two  selections  were  compared  and  four 
overlapping  genes  were  found  (ubiquitin  D  (UBD),  tetraspanin  8  (TSPAN8),  mucin  13 
(MUC13) and β‐microseminoprotein (MSP)), which all showed downregulation. In addition 
to  these  genes,  chemokine  ligand  7  (CCL7)  was  selected  as  the  only  upregulated 
differentially expressed gene in the whole microarray analysis (table 2). 
 
Gene  expression  validation.  In  order  to  confirm  differential  expression  of  the  genes 
selected  by  microarray  analysis,  RT‐qPCR  was  used  to  validate  these  genes  in  an 
independent cohort. This cohort consisted of patients with RSV mono‐infections to focus 
on the RSV specificity of the discovered genes. The final cohort consisted of 42 RSV‐infected 
infants,  of  whom  the  patient  characteristics  are  displayed  in  table  3.  No  significant 
differences were found between the groups, except for the parameters on which the clinical 
categorisation was based, age and RSV serotype. 
To assess the overall sample quality, the expression of GAPDH  in all samples was plotted 
(figure 1). Generally, the amounts of RNA in the NPA samples were low; in a few samples, 
the amounts were too low to be able to measure gene expression, so these samples were 
excluded from further analysis. 
 
 
 
 
Figure  1.  Nasopharyngeal  expression  of 
glyceraldehyde 3‐phosphate dehydrogenase. 
Data  are  presented  as  median  and 
interquartile range. Data were Mann‐Whitney 
U‐tested,  two‐sided  (recovery,  n=23;  acute, 
n=42). No significant differences were found. 
Cq: quantification cycle
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selected  in  comparison  2  (table  S4).  The  two  selections  were  compared  and  four 
overlapping  genes  were  found  (ubiquitin  D  (UBD),  tetraspanin  8  (TSPAN8),  mucin  13 
(MUC13) and β‐microseminoprotein (MSP)), which all showed downregulation. In addition 
to  these  genes,  chemokine  ligand  7  (CCL7)  was  selected  as  the  only  upregulated 
differentially expressed gene in the whole microarray analysis (table 2). 
 
Gene  expression  validation.  In  order  to  confirm  differential  expression  of  the  genes 
selected  by  microarray  analysis,  RT‐qPCR  was  used  to  validate  these  genes  in  an 
independent cohort. This cohort consisted of patients with RSV mono‐infections to focus 
on the RSV specificity of the discovered genes. The final cohort consisted of 42 RSV‐infected 
infants,  of  whom  the  patient  characteristics  are  displayed  in  table  3.  No  significant 
differences were found between the groups, except for the parameters on which the clinical 
categorisation was based, age and RSV serotype. 
To assess the overall sample quality, the expression of GAPDH  in all samples was plotted 
(figure 1). Generally, the amounts of RNA in the NPA samples were low; in a few samples, 
the amounts were too low to be able to measure gene expression, so these samples were 
excluded from further analysis. 
 
 
 
 
Figure  1.  Nasopharyngeal  expression  of 
glyceraldehyde 3‐phosphate dehydrogenase. 
Data  are  presented  as  median  and 
interquartile range. Data were Mann‐Whitney 
U‐tested,  two‐sided  (recovery,  n=23;  acute, 
n=42). No significant differences were found. 
Cq: quantification cycle
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These results clearly show a low but consistent expression in all samples, irrespective of the 
patient’s  health  status.  RT‐qPCR  analysis  of  our  selected  genes  using  nasopharyngeal 
samples from the validation cohort confirmed that the expression of all selected genes was 
significantly different, when comparing the recovery with acute samples.  In this analysis, 
the acute group consisted of pooled expression data from all three groups: no supportive 
care, supplemental oxygen and mechanical ventilation. In case of TSPAN8, MUC13, MSP and 
CCL7,  the  expression  differed  significantly  in  comparison  2  (the  need  for  mechanical 
ventilation) (figure 2). Subsequently, the correlation between the level of gene expression 
and known risk factors was assessed. Smoking at home, smoking during pregnancy, eczema, 
asthma and atopic family history did not show any correlation. For UBD only, a correlation 
with  gestational  age was  found;  however,  gestational  age  is  a well‐known  confounder, 
which does not exclude the value of UBD as severity marker23. 
 
 
Discussion 
 
This  study  shows  that  nasopharyngeal  aspirates  taken  to  diagnose  the  viral  cause  of 
infection can also be used to identify biomarkers by microarray analysis that are associated 
with severe RSV infections. The value of these markers was confirmed in an independent 
patient cohort. To our knowledge, this is the first study in which nasopharyngeal host gene 
expression was studied in the context of infection. 
Gene expression analysis was unforeseen at the time of collection and a large part of the 
material was used for other studies; therefore, the quantity of the total material and the 
quality  of  the  RNA  isolated  from  the NPAs was  suboptimal.  The  results  of  the GAPDH 
expression assay show that the absolute Cq‐values are high, but consistent. 
The microarray analysis resulted in the discovery of five significantly differentially expressed 
genes  in the nasopharynx of  infants with different degrees of severities of RSV  infection. 
Remarkably, most genes are down‐regulated in severely ill patients; this was confirmed with 
RT‐qPCR.  In  addition,  previously  published  microarray  studies  performed  on  gene 
expression profiles in peripheral blood of infants also showed a significant downregulation 
of genes16,17. 
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These results clearly show a low but consistent expression in all samples, irrespective of the 
patient’s  health  status.  RT‐qPCR  analysis  of  our  selected  genes  using  nasopharyngeal 
samples from the validation cohort confirmed that the expression of all selected genes was 
significantly different, when comparing the recovery with acute samples.  In this analysis, 
the acute group consisted of pooled expression data from all three groups: no supportive 
care, supplemental oxygen and mechanical ventilation. In case of TSPAN8, MUC13, MSP and 
CCL7,  the  expression  differed  significantly  in  comparison  2  (the  need  for  mechanical 
ventilation) (figure 2). Subsequently, the correlation between the level of gene expression 
and known risk factors was assessed. Smoking at home, smoking during pregnancy, eczema, 
asthma and atopic family history did not show any correlation. For UBD only, a correlation 
with  gestational  age was  found;  however,  gestational  age  is  a well‐known  confounder, 
which does not exclude the value of UBD as severity marker23. 
 
 
Discussion 
 
This  study  shows  that  nasopharyngeal  aspirates  taken  to  diagnose  the  viral  cause  of 
infection can also be used to identify biomarkers by microarray analysis that are associated 
with severe RSV infections. The value of these markers was confirmed in an independent 
patient cohort. To our knowledge, this is the first study in which nasopharyngeal host gene 
expression was studied in the context of infection. 
Gene expression analysis was unforeseen at the time of collection and a large part of the 
material was used for other studies; therefore, the quantity of the total material and the 
quality  of  the  RNA  isolated  from  the NPAs was  suboptimal.  The  results  of  the GAPDH 
expression assay show that the absolute Cq‐values are high, but consistent. 
The microarray analysis resulted in the discovery of five significantly differentially expressed 
genes  in the nasopharynx of  infants with different degrees of severities of RSV  infection. 
Remarkably, most genes are down‐regulated in severely ill patients; this was confirmed with 
RT‐qPCR.  In  addition,  previously  published  microarray  studies  performed  on  gene 
expression profiles in peripheral blood of infants also showed a significant downregulation 
of genes16,17. 
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Figure 2. Nasopharyngeal expression of a–c) ubiquitin D  (UBD), d–f)  tetraspanin 8  (TSPAN8), g–i) 
mucin 13 (MUC13), j–l) β‐microseminoprotein (MSP) and m–o) chemokine ligand 7 (CCL7) in recovery 
versus acute (a, d, g, j and m), need for supportive care (b, e, h, k and n) and need for mechanical 
ventilation (c, f, i, l and o). Data are presented as median and interquartile range. Data were Mann‐
Whitney  U‐tested,  two‐sided  (recovery,  n=23;  acute,  n=42).  ΔCq:  glyceraldehyde  3‐phosphate 
dehydrogenase‐normalised quantification cycle. *: p<0.05; **: p<0.01; ***: p<0.001. 
 
 
 
 
The method,  as  described  in  this  study, with  the  aim  to  identify  genes with  potential 
prognostic value, has proven successful by the validation of TSPAN8, MUC13, MSP and CCL7. 
Although  UBD  did  not  discriminate  between  any  acute  group,  it  differed  significantly 
between  the  recovered and acutely  ill patients. This  clearly underlines  the value of our 
approach, in which microarray analysis was used to select differentially expressed genes in 
a discovery cohort, which were independently validated by qPCR and RT‐qPCR in a separate 
cohort. 
Besides CCL7, none of the genes identified in this study has previously been described to be 
associated with RSV. UBD participates in the ubiquitination process, labelling proteins for 
their  degradation  via  the  proteasome. Mielech  et  al.24  have  shown  that  coronaviruses 
actively reduce ubiquitination of host cell proteins and observed their potential to modify 
the  innate  immune response. With regard to TSPAN8, Yue et al.25 described  its ability to 
override the adhesive features of CD151. On this note, CD151 is involved with the infectious 
entry of human papillomavirus26, suggesting a significant infectious advantage for RSV when 
TSPAN8  is  downregulated.  Reduced  amounts  of MUC13  lead  to  decreased  chemokine 
secretion in response to tumour necrosis factor‐α. This pro‐inflammatory activity of MUC13 
suggests  that  disrupted  or  inappropriate  expression  of  MUC13  could  predispose  to 
infectious disease27. The downregulation of MSP was previously described in the context of 
rhinovirus  infection28. Mygatt  et  al.29  reported  virus‐mediated  silencing  of MSP, which 
seems  in accordance with our findings. Finally, significant upregulation of CCL7 has been 
observed  in mice  infected with  rhinovirus20 and  in children during  infection by different 
respiratory  viruses,  including  RSV30.  In  addition,  CCL7  was  shown  to  be  specifically 
upregulated when no mechanical ventilation was applied during RSV infection in mice and 
not  differentially  expressed  when  uninfected  mice  received  mechanical  ventilation31, 
strongly  suggesting  that  CCL7  upregulation  is  caused  by  RSV  infection  and  is  not  a 
consequence of mechanical ventilation. 
In conclusion, based on differential expression of TSPAN8, MUC13, MSP and CCL7 in readily 
available NPA samples, we can discriminate between severity of disease  in RSV  infected 
infants. This proves the potential of additional host gene expression analyses using regularly 
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Figure 2. Nasopharyngeal expression of a–c) ubiquitin D  (UBD), d–f)  tetraspanin 8  (TSPAN8), g–i) 
mucin 13 (MUC13), j–l) β‐microseminoprotein (MSP) and m–o) chemokine ligand 7 (CCL7) in recovery 
versus acute (a, d, g, j and m), need for supportive care (b, e, h, k and n) and need for mechanical 
ventilation (c, f, i, l and o). Data are presented as median and interquartile range. Data were Mann‐
Whitney  U‐tested,  two‐sided  (recovery,  n=23;  acute,  n=42).  ΔCq:  glyceraldehyde  3‐phosphate 
dehydrogenase‐normalised quantification cycle. *: p<0.05; **: p<0.01; ***: p<0.001. 
 
 
 
 
The method,  as  described  in  this  study, with  the  aim  to  identify  genes with  potential 
prognostic value, has proven successful by the validation of TSPAN8, MUC13, MSP and CCL7. 
Although  UBD  did  not  discriminate  between  any  acute  group,  it  differed  significantly 
between  the  recovered and acutely  ill patients. This  clearly underlines  the value of our 
approach, in which microarray analysis was used to select differentially expressed genes in 
a discovery cohort, which were independently validated by qPCR and RT‐qPCR in a separate 
cohort. 
Besides CCL7, none of the genes identified in this study has previously been described to be 
associated with RSV. UBD participates in the ubiquitination process, labelling proteins for 
their  degradation  via  the  proteasome. Mielech  et  al.24  have  shown  that  coronaviruses 
actively reduce ubiquitination of host cell proteins and observed their potential to modify 
the  innate  immune response. With regard to TSPAN8, Yue et al.25 described  its ability to 
override the adhesive features of CD151. On this note, CD151 is involved with the infectious 
entry of human papillomavirus26, suggesting a significant infectious advantage for RSV when 
TSPAN8  is  downregulated.  Reduced  amounts  of MUC13  lead  to  decreased  chemokine 
secretion in response to tumour necrosis factor‐α. This pro‐inflammatory activity of MUC13 
suggests  that  disrupted  or  inappropriate  expression  of  MUC13  could  predispose  to 
infectious disease27. The downregulation of MSP was previously described in the context of 
rhinovirus  infection28. Mygatt  et  al.29  reported  virus‐mediated  silencing  of MSP, which 
seems  in accordance with our findings. Finally, significant upregulation of CCL7 has been 
observed  in mice  infected with  rhinovirus20 and  in children during  infection by different 
respiratory  viruses,  including  RSV30.  In  addition,  CCL7  was  shown  to  be  specifically 
upregulated when no mechanical ventilation was applied during RSV infection in mice and 
not  differentially  expressed  when  uninfected  mice  received  mechanical  ventilation31, 
strongly  suggesting  that  CCL7  upregulation  is  caused  by  RSV  infection  and  is  not  a 
consequence of mechanical ventilation. 
In conclusion, based on differential expression of TSPAN8, MUC13, MSP and CCL7 in readily 
available NPA samples, we can discriminate between severity of disease  in RSV  infected 
infants. This proves the potential of additional host gene expression analyses using regularly 
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taken  NPA  samples,  which,  when  combined  with  pathogen  detection,  would  improve 
diagnosis of respiratory tract infections. Therefore, our findings demand further studies that 
might  lead  to  the  implementation of nasopharyngeal  gene  expression  in diagnostics  to 
guide clinical decisions in the context of respiratory tract infections. 
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Abstract 
 
Currently, microbiota  are  analysed  by  16S  ribosomal  RNA  gene  amplicon 
sequencing  or  shotgun  metagenomic  sequencing,  requiring  high  quality 
samples  and  resulting  in  complex  data  sets  detailed  to  the  species  level. 
However, from a clinical and immunological perspective this high resolution 
is not always required and it might be more relevant to assess compositional 
changes of bacterial communities as a result of  infection.  In this study, we 
apply a Gram stain‐specific‐probe‐based real‐time PCR (GSPBR‐PCR) method 
to monitor bacterial microbiome dynamics of the nasopharynx. To assess this 
method,  nasal  wash  samples  taken  from  an  experimental  human 
pneumococcal challenge and a human Rhinovirus infection model were used 
to  compare  the dynamics before and after  intervention. A  significant  shift 
(p=0.01)  in Gram‐ratio  after  pneumococcal  exposure  and  a  return  to  the 
baseline after 14 days was observed in the pneumococcal challenge model. 
In  the  human  Rhinovirus  infection  study,  a  5.9‐fold  increase  (p=0.04)  in 
variance  was  observed  after  infection  as  compared  to  placebo  treated 
subjects. 
These results are in line with previous microbiome studies, proving the value 
of  this method. With  this  real‐time  PCR, we  present  an  attractive  tool  to 
assess the bacterial microbiome, because of  its sensitivity, ease of use and 
straightforward analysis.   
 
 
 
Introduction 
 
In  the  field  of  infectious  diseases  microbiome  analyses  have  become  pivotal  in  our 
understanding how infections are acquired and how pathogens colonize, persist and spread. 
This  is  especially  important  in  the  upper  respiratory  tract,  where  colonization  often 
preceeds  invasive  disease.  The  composition  of  the  microbiome,  specifically  in  the 
nasopharynx, is associated with disease1‐4, where interactions between bacteria and viruses 
can substantially impact the immunological responses and clinical outcome5‐7. A well‐known 
example is co‐infection of Influenza virus and Streptococcus pneumoniae, which leads to a 
more severe course of disease8,9. Viral infections can also be significantly influenced by the 
presence  of  bacteria  or  their  ligands10,11.  In  vitro  pre‐exposure  to  Gram‐positive  S. 
pneumoniae was found to enhance viral replication of human metapneumovirus11 and  in 
the presence of lipopolysaccharides, a Gram‐negative cell wall component, infection with 
respiratory syncytial virus or influenza virus was reduced by 80%10. 
The molecular technique most commonly used for microbiome analysis is 16S rRNA gene 
amplicon sequencing. This sequencing technique targets the ribosomal 16S gene, which is 
conserved  in  all  bacterial  species  and widely  used  for  bacterial  identification.12‐14  This 
method has the capacity to analyse complete bacterial communities to species level, which 
is not always required. A simplified technique could avoid the drawbacks of 16S rRNA gene 
amplicon  sequencing,  such  as  costs,  time‐consumption  and  the  substantial  expertise 
required for the data analysis. 
In the present study, we adapted a robust and sensitive real‐time PCR‐based method to 
distinguish Gram‐positive from Gram‐negative bacteria previously developed by Wu et al., 
which could be of value for pre‐screening or as an alternative to monitor the dynamics of 
the  bacterial microbiome  composition.15 Wu  et  al.  developed  this  Gram  stain‐specific‐
probe‐based  real‐time  PCR  (GSPBRT‐PCR)  to  simultaneous  detect  and  Gram  classify 
bacterial  pathogens  causing  sepsis  and  was  evaluated  on  600  blood  specimens  from 
neonatal sepsis patients. 
We  have  applied  this  method  to  monitor  dynamics  of  nasopharyngeal  bacterial 
communities, which is a significantly more complex matrix as this site harbours large and 
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diverse bacterial communities as opposed  to sepsis which  is commonly caused by single 
bacterial species. To assess this application, the GSPBRT‐PCR method was tested on nasal 
wash samples derived from a human S. pneumoniae challenge model and an experimental 
human Rhinovirus (HRV‐16) infection model. 
It was shown that this method allows for monitoring changes in Gram‐negative and Gram‐
positive ratios of bacterial communities  in the nasopharynx. This method can potentially 
contribute  to  the  understanding  of  the  involvement  of  immunological  mechanisms 
activated by  ligands derived from the different groups of bacteria  in the context of more 
severe mucosal infections. 
 
 
Materials and Methods 
 
Real‐time Polymerase Chain Reaction. The primers  (Forward: 5’‐CAA CGC GAA GAA CCT 
TAC C‐3’ and Reverse: 5’‐ACG TCA TCC CCA CCT TCC‐3’) and probe sequences were tested 
on an extensive list of Gram‐positive and Gram‐negative bacteria, as previously described 
by Wu et al.15. The method was adjusted by using different labels and quenchers for both 
Gram‐positive  (5’‐TEX‐ACG ACA ACC ATG CAC CAC CTG‐BHQ2‐3’) and Gram‐negative  (5’‐
Cy5‐ACG ACA GCC ATG CAG CAC CT‐BHQ2‐3’) probes. 
The PCR was performed using SsoAdvancedTM Universal Probe Supermix (Bio‐Rad, USA) with 
300nM of each primer and 200nM of each probe on a CFX‐96 qPCR (Bio‐Rad, USA). The PCR 
program had an initial denaturation step of 120 seconds at 95oC, followed by 40 cycles of 5 
seconds at 92oC and 15 seconds at 62oC. The data was processed in CFX‐manager 3.1 (Bio‐
Rad, USA) and Cq‐values were obtained by using the regression as Cq determination mode. 
Duplicates were averaged and excluded if the standard error of the mean exceeded 0.5. 
 
Specificity and efficiency of the GSPBRT‐PCR. To assess the specificity of the GSPBRT‐PCR, 
purified DNA from a relevant Gram‐positive (S. pneumoniae) and Gram‐negative bacterium 
(Haemophilus influenzae) was tested separately or in combination. Subsequently, a 10‐fold 
dilution series of 4 dilutions of genomic DNA (0.15ng, 0.015ng, 0.0015ng and 0.00015ng per 
strain) was made and measured to determine the PCR efficiency. From this dose‐response‐
 
 
 
curve,  the  y  intercept  and  slope were  determined  to  establish  the Gram‐ratio  formula 
(equation 1), where A represents the Gram‐positive and B the Gram‐negative. 
 
 
Equation 1. 
Gram‐ratio = 10^((�� � − � ��������� �)/(����� �)) /	10^((�� � − � ��������� �)/(����� �)) 
 
 
Analysis of nasal wash samples from human experimental infection models. The GSPBRT‐
PCR was tested on nasal wash samples taken from experimentally infected individuals in a 
Rhinovirus infection study and nasal wash samples from a pneumococcal challenge model. 
Both studies were approved by medical ethics committees, carried out in accordance with 
the approved protocols and written consent was obtained from all subjects before being 
enrolled. For the human pneumococcal carriage study all participants were non‐smoking 
adults aged 18‐60 years and for human Rhinovirus  infection all participants were healthy 
non‐smoking adults aged 18‐35 years. A detailed description of the pneumococcal challenge 
model protocol is provided elsewhere.16 
In the Rhinovirus  infection study (registered at ClinicalTrials.gov: NCT01823640), subjects 
were inoculated intranasally by instillation of 102 TCID units (based on previous studies17) 
of human Rhinovirus‐16 diluted  in 0.5 mL 0.9% saline, or placebo (0.9% saline)  into each 
nostril. Subjects remained in the recumbent position for two minutes after inoculation and 
refrained  from  touching  their  nose  for  30 minutes.  Virus  (MM#400472  Lot#R2011038, 
Safety‐tested  Good  Manufacturing  Practice  (GMP+))  was  supplied  by  Respivert  Ltd. 
(London,  UK).  Nasal washings were  performed  according  to  the method  described  by 
Naclerio18. 
To determine the quality and reproducibility of our method we firstly assessed the Gram‐
ratio baseline by comparing the subjects in each study before challenge. 
For both studies the Gram‐ratio was measured at different time points. Only subjects for 
which samples at all time points were available were included in this study. The results were 
analysed with respect to shifts  in the Gram‐ratio, represented by significant difference  in 
the mean of a population against  the baseline.  In addition,  the difference  in Gram‐ratio 
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between two time points (variance) was analysed the ΔGram‐ratio between pre‐ and post‐
challenge in comparison with the unchallenged group. 
 
 
 
Figure 1. RT‐qPCR specificity for the Gram‐negative probe, n=2 (Mean±SD); A: S. pneumoniae; B: H. 
influenzae (A). RT‐qPCR specificity for the Gram‐positive probe, n=2 (Mean±SD); A: S. pneumoniae; B: 
H. influenzae (B). RT‐qPCR dose‐response‐curve for the Gram‐negative probe, n=8 (Mean±SD) (C). RT‐
qPCR dose‐response‐curve for the Gram‐positive probe, n=8 (Mean±SD) (D). 
 
 
Statistics. The Gram‐ratio baseline distribution was tested according to the D'Agostino & 
Pearson omnibus normality test and subsequent comparisons were made by an unpaired t‐
test with Welch’s correction. The analysis of seronegative and seropositive subjects and 
variance was performed by a Mann‐Whitney test. 
To test changes in Gram‐ratio over time, the one‐way ANOVA with the Geisser‐Greenhouse 
 
 
 
correction  was  applied,  and  in  case  of  significant  changes,  contributing  groups  were 
subsequently  elucidated  by  paired  t‐testing.  Differences were  considered  significant  at 
p≤0.05. 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 2. The Gram‐ratio determined in nasal 
washes  prior  to  challenge  collected  in  the 
Streptococcus  pneumoniae  challenge  study, 
n=12, (A) and the human Rhinovirus infection 
study,  n=15  (B).  The  data  shown  represent 
individual  ratios  and  the  means  with  the 
standard deviations. 
 
 
 
Results 
 
Specificity and efficiency of the GSPBRT‐PCR. In this real‐time PCR a 16S gene primer set in 
combination with two probes were utilized to measure either the Gram‐positive or Gram‐
negative  bacteria  in  the  nasopharyngeal  microbiome.  No  background  signals  were 
detected, as evidenced by the fact that Cq‐values were only measured in the presence of a 
targeted Gram‐positive or/and Gram‐negative template (figure 1A and B), confirming the 
specificity of  the probes. To study  the efficiency, a dose‐response‐curve was plotted  for 
both the Gram‐positive as well as the Gram‐negative probe (figure 1C and D), displaying low 
standard deviations for the 8 replicates. Efficiency was determined at 95.6% for the Gram‐
positive and 93.8% for the Gram‐negative probe. Subsequently, the y intercepts and slopes 
were derived and added to the Gram‐ratio formula (equation 2). 
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Gram‐ratio = 10^((ܥݍ−11.87)/(−3.476)) / 10^((ܥݍ−12.18)/(−3.543)) 
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between two time points (variance) was analysed the ΔGram‐ratio between pre‐ and post‐
challenge in comparison with the unchallenged group. 
 
 
 
Figure 1. RT‐qPCR specificity for the Gram‐negative probe, n=2 (Mean±SD); A: S. pneumoniae; B: H. 
influenzae (A). RT‐qPCR specificity for the Gram‐positive probe, n=2 (Mean±SD); A: S. pneumoniae; B: 
H. influenzae (B). RT‐qPCR dose‐response‐curve for the Gram‐negative probe, n=8 (Mean±SD) (C). RT‐
qPCR dose‐response‐curve for the Gram‐positive probe, n=8 (Mean±SD) (D). 
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Analysis of nasal wash samples from human experimental  infection models. The Gram‐
ratios measured in the nasal samples taken before challenge from the subjects participating 
in the Rhinovirus and S. pneumoniae studies, were normally distributed and the differences 
were not statistically significant (figure 2). 
 
 
 
Figure 3. Nasopharyngeal Gram‐ratios in subjects colonized with Streptococcus pneumoniae, n=7 (A). 
Nasopharyngeal Gram‐ratios  in  subjects without  colonization  Streptococcus pneumoniae, n=5  (B). 
Nasopharyngeal Gram‐ratios  in  subjects  infected by human Rhinovirus, n=15  (C). Nasopharyngeal 
Gram‐ratios  in  subjects placebo  treated  in human Rhinovirus  study, n=7  (D). The data  represents 
individual ratios and the mean with the standard deviation, * = p≤ 0.05. 
 
 
In the human pneumococcal carriage study, the Gram‐ratios for all challenged subjects were 
plotted as a function of time to compare those that acquired carriage (figure 3A) to those 
 
 
 
that did not  (non‐carriers)  (figure 3B). Subjects  that did not acquire carriage displayed a 
consistent Gram‐ratio throughout time with no significant shifts. In contrast, a significant 
shift  in Gram‐ratio was observed  in subjects  that acquired carriage between 7 days pre‐
challenge  in comparison with both 2  (p=0.01) and 7  (p=0.04) days post‐challenge. When 
comparing the ΔGram‐ratio of the subjects with or without carriage no significant difference 
in variance was found (figure 4A). No significant shifts were observed in the Gram‐ratios of 
subjects successfully infected by Rhinovirus (figure 3C) or treated with a placebo (figure 3D). 
Interestingly,  in  infected  subjects  variance  (difference  in Gram‐ratio  between  two  time 
points) in Gram‐ratio increased a 5.9‐fold in comparison to the placebo (PBS buffer) treated 
subjects (p=0.04) (Figure 4B). 
 
 
 
Figure 4. Variance in Gram‐ratio, comparing the ΔGram‐ratios at days ‐7 and 2 days after challenge 
between subjects with (n=7) or without (n=5) carriage of Streptococcus pneumoniae (A). Variance in 
Gram‐ratio, comparing the ΔGram‐ratios between 0 and 2 days post‐infection (n=15) compared to the 
placebo  (n=7)  treated subjects  (B). The variance  is shown as  individual ΔGram‐ratio  (dot) with  the 
mean (column) and standard deviation (whisker), * = p≤ 0.05. 
 
 
Discussion 
 
This  study presents a method  to monitor  the dynamics of bacterial  communities  in  the 
nasopharynx. Our study was based on a publication by Wu et al., who described a multiplex 
qPCR method to distinguish Gram‐positive from Gram‐negative bacteria, to evaluate 600 
blood specimens from neonatal sepsis patients15. We applied this method for the analysis 
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of bacterial  communities  in nasal wash  samples  from  a  S. pneumoniae  challenge  and  a 
Rhinovirus infection model to determine the influence of the pathogen’s exposure on the 
nasopharyngeal microbiome,  in particular  the differences  in  ratios of Gram‐positive and 
Gram‐negative bacteria. 
In the S. pneumoniae challenge model, healthy adults were intranasally inoculated with S. 
pneumoniae serotype 6B16 after which subjects were monitored by analysing nasal wash 
samples  taken  at  different  time  points.  They  concluded  that  this  model  was  a  true 
representation of natural carriage and stated that carriage is a dynamic event. In a follow‐
up  study,  the nasopharyngeal microbiome of  experimentally  challenged  volunteers was 
analysed by 16S rRNA gene amplicon sequencing19. This study revealed an association of 
pre‐challenge microbiome diversity with induced carriage of S. pneumoniae and observes 
shifts in the microbiome profile after pneumococcal exposure, indicating that subjects who 
acquired carriage often diverted from their original profile. 
Allen et al. previously demonstrated that human Rhinovirus exposure influences the relative 
abundance  of  the  dominant  phyla20.  In  addition,  Haemophilus, Neisseria  and  Propioni‐
bacterium  species  differed  significantly  in  abundance  between  the  infected  and  non‐
infected individuals. Although in our study no significant shift in Gram‐ratio was observed, 
the bacterial microbiome of each subject differed throughout the viral challenge, where the 
variability measured for the same subjects was lower than between subjects (figure 3B). 
By measuring the Gram‐ratios before infection in the two independently performed studies 
a baseline value of  the Gram‐ratio  for healthy non‐smoking adults  could be established 
despite differences in geography and inclusion criteria. 
The  Gram‐ratios  were  analyzed  at  different  time  points.  In  the  human  pneumococcal 
carriage study, the subjects that did not acquire carriage showed a consistent Gram‐ratio 
over time. However, those who became carriers displayed a significant shift  in the mean 
ratio after the pneumococcal challenge. This result  is  in agreement with the microbiome 
analysis performed by Cremers et al., using 16S rRNA gene amplicon sequencing. They also 
concluded that microbiome profiles of subjects who acquired pneumococci often diverted 
from their original profile19. In addition, we show that the dynamics of the microbiome can 
 
 
 
be monitored over time, and that the Gram‐ratio returned to the pre‐challenge level at day 
14 post‐challenge. 
In the human Rhinovirus infection study, no significant shifts in Gram‐ratios were observed, 
while variance increased significantly following Rhinovirus infection. The standard deviation 
of the population was higher than the mean of the ΔGram‐ratios, thus  implying that the 
variance between subjects in the population is greater than within subjects over time. This 
effect  is  in agreement with the observations of Allen et al., who state that the variability 
measured  for  the  same  subject  at  different  time  points  was  lower  than  between 
subjects20,21.  Due  to  the  low  nucleic  acid  content  of  the  nasal  wash  samples  of  the 
experimental  human  Rhinovirus  (HRV‐16)  infection  model  16S  rRNA  gene  amplicon 
sequencing  could  not  be  performed.  Therefore,  we  were  unable  to  make  a  direct 
comparison  between  16S  rRNA  gene  amplicon  sequencing  and  GSPBRT‐PCR.  This 
underscores  the  great  advantage  of  the  real‐time  PCR‐based method,  it  is  a  sensitive 
method  and  can  be  used when  DNA  content  is  too  low  for  16S  rRNA  gene  amplicon 
sequencing. 
In conclusion, we have adapted the GSPBRT‐PCR method to determine Gram‐ratios. Using 
this method, we measured changes in bacterial community composition after exposure to 
S. pneumoniae and an  increase  in variance after  infection with human Rhinovirus. These 
results are in accordance with previously published studies16,19,20. 
Although the resolution of the GSPBRT‐PCR  is significantly  lower when compared to 16S 
rRNA gene amplicon sequencing, it is of great value for a quick and simple determination of 
the dynamics of bacterial communities  in  time. Furthermore,  it would be of value when 
yields of purified DNA are too  low to perform 16S rRNA gene amplicon sequencing. This 
method would allow to measure the effects of interventions such as vaccination or nutrition 
on shifts in the bacterial community composition.   
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Abstract 
 
Novel viral diagnostic tools need to be affordable, fast, accurate and easy to 
use  with  sensitivity  and  specicity  equivalent  or  superior  to  current 
standards. At present, viral diagnostics are based on direct detection of viral 
components  or  indirect  detection  by  measuring  antibodies  generated  in 
response to viral  infection. While sensitivity of detection and quantication 
are  still  important  challenges, we  expect major  advances  from new  assay 
formats  and  synthetic binding molecules,  such  as  aptamers. Compared  to 
traditional  antibody‐based  detection,  aptamers  could  provide  faster 
adaptation  to continuously evolving virus  strains and higher discriminating 
capacity between specic virus serotypes. Aptamers are very stable and easily 
modiable,  so  are  ideal  molecules  for  detection  and  chemical  sensing 
applications. Here, we  review  the use of aptasensors  for detection of viral 
pathogens and  consider  the  feasibility of aptasensors  to become  standard 
devices for point‐of‐care diagnostics of viruses.   
 
 
 
Introduction 
 
In general, viral diagnostic tests can be divided into two groups; they are either developed 
to detect  the virus directly or  indirectly; by determining  the host  response  in particular 
virus‐specic antibodies  that are  induced upon  infection. While  the  indirect approach  is 
probably the most common in current diagnostics, it cannot be used for hemodialysed and 
immunocompromised patients. Furthermore, the time lag between virus infection and the 
ability to detect specic antibodies varies from patient to patient and from virus to virus. 
For  certain  viruses,  seroconversion occurs only months after  infection,  leading  to  false‐
negative results that can have dramatic consequences for blood donation or screening of 
populations at risk. In other cases, virus‐specic antibodies are circulating in the blood long 
after the clearance of the virus infection, resulting in false‐positive tests. These limitations 
can be avoided by direct detection of the virus (i.e., virus cultivation, antigen detection and 
nucleic acid‐based detection) (table 1). 
 
Virus  cultivation  is  highly  specic  and  can  be  sensitive,  but  is  labor‐intensive  and  time 
consuming (it can take up to 10 days)1. Development of the shell‐vial‐culturing protocol led 
to a reduction  in turn‐around time as a result of the  low‐speed centrifugation procedure 
that  facilitates viral entry  into cells, but  it still  takes at  least a day and  the  sensitivity  is 
limited2.  In  contrast,  viral  antigen‐detection methods  already  enable point‐of‐care  tests 
(POCTs) with an analysis time of less than 1 hour. However, the use of antibodies is costly 
and  some  tests are even  less  sensitive  than  virus  cultivation or have high  false‐positive 
rates5. 
Nucleic‐acid  amplication‐based  detection  is  currently  the  standard  diagnostic 
methodology in many hospitals. The main advantages are high sensitivity and specicity8. 
In addition to the ability to quantify the number of viruses using real‐time quantitative PCR 
(qPCR),  isolation of nucleic acids also allows additional analyses,  such as  sequencing,  to 
gather information on sensitivity to anti‐viral treatment and on the origin of the virus,  
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which is important for outbreak management. Quantication of pathogens, in particular of 
viruses, is often used to stage disease activity, prognosticate disease progression, monitor 
eﬃcacy of therapy and prevent transmission. For example,  in the case of HIV, the risk of 
progression  to AIDS  is directly  related  to  the magnitude of  the  viral  load  in plasma.  In 
addition, the number of viruses of an HIV‐infected mother  is the strongest risk factor for 
transmission  to  the  child during delivery. Another  important  example  is  reactivation of 
cytomegalovirus  (CMV)  infections  after  transplantation,  which  negatively  impacts  the 
transplantation  outcomes  leading  to  graft  versus  host  disease.  In  these  two  examples, 
quantitative PCR methods are frequently used to monitor viral  load. Although the PCR  is 
relatively  fast,  generally  2‐4  hours,  it  is  commonly  performed  in  batch  in  a  centralized 
laboratory and cannot be done near the patient that leads to increased turn‐around time. 
The clinical relevance of qPCR sensitivity for viral detection is questionable, because typical 
viral infections result in large numbers of viral particles. The quest therefore continues for 
the  ideal diagnostic method  that  is affordable,  fast, accurate and easy  to use outside of 
centralized laboratories. 
 
 
 
 
Figure 1. Trends in the analytical applications 
of  aptamers  for  virus  detection  (vir*  AND 
aptamer  AND  detect*)  [Black]  and  in  the 
broader eld of aptamers selected for viruses 
(vir* AND aptamer) [Grey] according to Web 
of Science (on 3 April 2015). Columns denote 
yearly  publications;  lines  represent  their 
cumulative  number  starting  from  1  January 
2005. 
 
 
In  this  respect,  recent progress  in  the development of  aptasensors, using  aptamers  for 
selective molecular recognition and application to viral‐antigen detection is very promising. 
In this review, we describe the trends of the emerging eld of aptasensors for detection of 
human viral pathogens  in clinical  samples  in  the context of  the current practice  in virus 
detection (figure 1). 
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which is important for outbreak management. Quantication of pathogens, in particular of 
viruses, is often used to stage disease activity, prognosticate disease progression, monitor 
eﬃcacy of therapy and prevent transmission. For example,  in the case of HIV, the risk of 
progression  to AIDS  is directly  related  to  the magnitude of  the  viral  load  in plasma.  In 
addition, the number of viruses of an HIV‐infected mother  is the strongest risk factor for 
transmission  to  the  child during delivery. Another  important  example  is  reactivation of 
cytomegalovirus  (CMV)  infections  after  transplantation,  which  negatively  impacts  the 
transplantation  outcomes  leading  to  graft  versus  host  disease.  In  these  two  examples, 
quantitative PCR methods are frequently used to monitor viral  load. Although the PCR  is 
relatively  fast,  generally  2‐4  hours,  it  is  commonly  performed  in  batch  in  a  centralized 
laboratory and cannot be done near the patient that leads to increased turn‐around time. 
The clinical relevance of qPCR sensitivity for viral detection is questionable, because typical 
viral infections result in large numbers of viral particles. The quest therefore continues for 
the  ideal diagnostic method  that  is affordable,  fast, accurate and easy  to use outside of 
centralized laboratories. 
 
 
 
 
Figure 1. Trends in the analytical applications 
of  aptamers  for  virus  detection  (vir*  AND 
aptamer  AND  detect*)  [Black]  and  in  the 
broader eld of aptamers selected for viruses 
(vir* AND aptamer) [Grey] according to Web 
of Science (on 3 April 2015). Columns denote 
yearly  publications;  lines  represent  their 
cumulative  number  starting  from  1  January 
2005. 
 
 
In  this  respect,  recent progress  in  the development of  aptasensors, using  aptamers  for 
selective molecular recognition and application to viral‐antigen detection is very promising. 
In this review, we describe the trends of the emerging eld of aptasensors for detection of 
human viral pathogens  in clinical  samples  in  the context of  the current practice  in virus 
detection (figure 1). 
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Requirements for viral diagnostics. Currently, most of the viral diagnostic assays are still 
conducted  in  centralized  laboratories  and  processed  in  batches.  This  is  an  important 
bottleneck, since it is pivotal to detect the viral agent as early as possible to guide adequate 
treatment and to take preventive measures. Determining the cause of infection solely based 
on  clinical  parameters  is  quite  impossible,  while  the  treatment  of  viral  and  bacterial 
infections differs signicantly. Assay requirements for viral diagnostics, such as sensitivity 
and  the possibility  for multiplexing and quantication all depend on  the purpose of  the 
application. 
In the case of a viral outbreak, sensitivity outweighs any other assay specication and false 
negatives should be avoided at any cost. Also, accuracy and rapidity of diagnosis are crucial 
for the control of an outbreak. A recent example is the Ebola virus epidemic in West Africa; 
accurate diagnosis in this context is especially important since early symptoms of Ebola virus 
disease mimic  those  of many  other  diseases  commonly  seen  in  this  region,  including 
symptoms associated with malaria, typhoid fever, and Lassa fever13. A multiplex capacity is, 
for example, required in the context of respiratory infections that can commonly be caused 
by  a  broad  range  of  different  viruses.  For  human  immunodeciency  virus  (HIV)  and 
cytomegalovirus (CMV) infections, the viral load is strongly related to disease and clinical 
outcome, thus quantication is important to monitor treatment effectiveness. 
The ideal diagnostic method, should be fast, accurate and easy to use, irrespective of the 
virus(es) or assay requirements. POCTs could comply with these unmet needs. Furthermore, 
it is important that the assay is compatible with a large variety of sample matrices, such as 
for human diagnostics, nasopharyngeal wash, oro‐pharyngeal swabs, cerebrospinal uid, 
stool, urine, and blood. The design of a POCT starts with the selection of the target. To select 
the most suitable viral target, it is vital to understand the anatomy and the replication cycle 
of the virus. The virus anatomy can be divided in three parts: 
 
(1) the genetic material, either RNA or DNA, inside the virus;  
(2) a  coat  consisting  of  proteins  on which  surface  epitopes  essential  for  attachment  and 
infection are localized; and, for some viruses,  
(3) a lipid bilayer or envelope to protect the protein coat. 
 
 
 
In viral diagnostics, the components targeted to detect the virus are whole virus (virion), 
nucleic  acids  and/or  viral  (figure  2).  The  envelope  is  not  targeted,  as  it  has  hardly  any 
particular features to enable selective recognition. Virus‐particle quantication is diﬃcult, 
due  to  the  lack  of  proper  standards;  this problem was  recently  alleviated by  emerging 
particle‐characterization methods that can provide virion concentrations  in a calibration‐
free manner by using the resistive pulse technique14,15 or optical methods16. These methods 
have  been  used  to  quantify  poliovirus,  which  is  one  of  the  smallest  viruses  (±26  nm 
diameter). 
 
 
   Figure 2. Virus anatomy. 
 
 
During  viral  reproduction,  virions  are produced by  the host  cell, which  expresses  every 
component  in excess and not all are  integrated  in a complete  infectious virus. The viral 
components  are  therefore  far more  abundant  than  complete  virions,  so  they  are  the 
preferred targets. The viral proteins seem to be better targets, since nucleic acids are rapidly 
degraded in a clinical matrix. 
 
Virus‐specic aptamer selection. Aptamers are short, single‐stranded oligonucleotides with 
a  length  of  20‐100  nucleotides  that  adopt  unique  sequence‐dependent  conformations 
conferring high aﬃnity and specicity in binding a wide range of non‐nucleic acid targets. 
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During  viral  reproduction,  virions  are produced by  the host  cell, which  expresses  every 
component  in excess and not all are  integrated  in a complete  infectious virus. The viral 
components  are  therefore  far more  abundant  than  complete  virions,  so  they  are  the 
preferred targets. The viral proteins seem to be better targets, since nucleic acids are rapidly 
degraded in a clinical matrix. 
 
Virus‐specic aptamer selection. Aptamers are short, single‐stranded oligonucleotides with 
a  length  of  20‐100  nucleotides  that  adopt  unique  sequence‐dependent  conformations 
conferring high aﬃnity and specicity in binding a wide range of non‐nucleic acid targets. 
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The conformation of aptamers relies on base‐pair stacking and contains hairpins, bulges, 
interior  and multi‐branch  loops,  but  can  also  form  complex  3D  structures  (e.g.,  the G‐
quadruplex conformation)17. The binding aﬃnity and specicity of aptamers is similar and, 
in many  cases,  superior  to monoclonal  antibodies,  but  aptamers  can  be more  rapidly, 
reproducibly  and  cost‐effectively  generated  by  a  fully  in  vitro  selection  procedure  [i.e., 
Systematic  Evolution  of  Ligands  by  Exponential  Enrichment  (SELEX)]18.  Since  the  SELEX 
method  does  not  depend  on  living  organisms,  aptamers  can  be  selected  against  non‐
immunogenic and toxic agents, and they can detect their targets even in non‐physiological 
conditions19.  Their  fast  generation  is  particularly  attractive  to  anticipate  continuously 
evolving  virus  strains. Moreover,  by  using  counter‐selection  steps  during  SELEX,  cross‐
reacting aptamers can be eliminated so as to result  in aptamers with high discriminating 
capacity  between  different  virus  genotypes.  Other  advantages  of  aptamers  can  be 
attributed to their physical‐chemical properties (i.e., they are chemically stable over a wide 
range  of  pH,  storage  conditions  and  temperature,  and  are  not  as  sensitive  to  organic 
solvents as antibodies)20. Aptamers can be directionally, most often terminally, labeled with 
functional21‐25  or  analytical26,27  probes without  loss  of  function, while  oriented  labeling 
options  for antibodies are  limited and can  lead  to decreased aﬃnity19. Further chemical 
modications were reported to generate aptamer probes for diagnostic purposes that are 
fully  resistant  to  nuclease  enzymes28.  All  these  are  important  steps  towards  the 
development of a new generation of viral diagnostic POCTs. 
Over  the  years,  starting  in  1990,  the  SELEX  procedure  has  been  improved with many 
variations. Suggested improvements or alterations include increased variability of targets, 
target‐binding conditions, different amplication methods or better partitioning of the non‐
binders. The success of the aptamer‐generation procedure is primarily determined by the 
applied  selection  conditions  and  the  target  molecules  chosen  for  selection.  The  rst 
criterion must be met because, though aptamers can recognize their targets even under 
non‐physiological  conditions,  ligand‐aptamer  interactions  are  very  sensitive  to  the 
prevailing conditions. To evade this pitfall, the composition of selection buffer should be as 
close as possible to the matrix of real life samples in which the diagnostic exploitation of 
 
 
 
the aptamer is intended. Overlooking this condition could lead to a meaningless selection 
procedure (i.e., the isolated aptamer works ideally under optimal, laboratory conditions but 
is  inadequate  for  practical  application).  Seemingly,  this  factor  was  ignored  during  the 
selection of many published aptamers, which could limit their diagnostic potential. 
To raise virus‐specic aptamers, the target of selection can be either a virus‐derived protein 
or the inactivated virus particle. Traditionally, SELEX uses puried single proteins as ligand 
for selection and application of this approach resulted in several virus‐selective aptamers. 
The protein‐ligand‐based SELEX methods were extensively discussed in recent reviews29,30. 
When using inactivated virus particles as the target, isolation (purication) and inactivation 
of  viruses are generally more  challenging  than production of pure proteins and  require 
dedicated  laboratories with strict safety control. These hurdles might explain why only a 
handful of whole virus‐selected aptamers has been published so far. Nevertheless, one of 
the earliest  studies demonstrated  the  feasibility of  this  approach,  i.e.,  the  virus‐specic 
aptamer  selection  resulted  in  RNA  oligonucleotides  having  the  capacity  to  discriminate 
between closely‐related human‐inuenza viruses31. The authors  incubated  the RNA pool 
with an A/Panama  strain and  separated  the virus‐selective oligonucleotides by ltration 
through a protein‐binding nitrocellulose‐acetate membrane. To increase the specicity of 
the  isolated oligonucleotides, counter selection steps were also  introduced using A/Aichi 
virus  preparation.  The  aptamer  obtained  displayed  over  15‐fold  higher  aﬃnity  to 
hemagglutinin  compared  with  the monoclonal  antibody  and  distinguished  the  various 
inuenza viruses. The same procedure (i.e., isolation of aptamer candidates by passing the 
virus‐oligonucleotide mixture  through  nitrocellulose membrane  and  removing  the  non‐
specic binders by counter selection with related virus) was effectively applied to raising 
DNA  and  RNA  aptamers  against  murine  norovirus  and  human  inuenza  viruses, 
respectively32,33. 
Although  separation  using  a  membrane  is  the  traditional  technique  of  SELEX  and  its 
usefulness was corroborated by several studies, immobilization of targets onto beads has 
become  the  method  of  choice  for  isolation  of  selective  oligonucleotides.  Two  recent 
publications reported generation of aptamers against magnetic bead‐immobilized human 
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The conformation of aptamers relies on base‐pair stacking and contains hairpins, bulges, 
interior  and multi‐branch  loops,  but  can  also  form  complex  3D  structures  (e.g.,  the G‐
quadruplex conformation)17. The binding aﬃnity and specicity of aptamers is similar and, 
in many  cases,  superior  to monoclonal  antibodies,  but  aptamers  can  be more  rapidly, 
reproducibly  and  cost‐effectively  generated  by  a  fully  in  vitro  selection  procedure  [i.e., 
Systematic  Evolution  of  Ligands  by  Exponential  Enrichment  (SELEX)]18.  Since  the  SELEX 
method  does  not  depend  on  living  organisms,  aptamers  can  be  selected  against  non‐
immunogenic and toxic agents, and they can detect their targets even in non‐physiological 
conditions19.  Their  fast  generation  is  particularly  attractive  to  anticipate  continuously 
evolving  virus  strains. Moreover,  by  using  counter‐selection  steps  during  SELEX,  cross‐
reacting aptamers can be eliminated so as to result  in aptamers with high discriminating 
capacity  between  different  virus  genotypes.  Other  advantages  of  aptamers  can  be 
attributed to their physical‐chemical properties (i.e., they are chemically stable over a wide 
range  of  pH,  storage  conditions  and  temperature,  and  are  not  as  sensitive  to  organic 
solvents as antibodies)20. Aptamers can be directionally, most often terminally, labeled with 
functional21‐25  or  analytical26,27  probes without  loss  of  function, while  oriented  labeling 
options  for antibodies are  limited and can  lead  to decreased aﬃnity19. Further chemical 
modications were reported to generate aptamer probes for diagnostic purposes that are 
fully  resistant  to  nuclease  enzymes28.  All  these  are  important  steps  towards  the 
development of a new generation of viral diagnostic POCTs. 
Over  the  years,  starting  in  1990,  the  SELEX  procedure  has  been  improved with many 
variations. Suggested improvements or alterations include increased variability of targets, 
target‐binding conditions, different amplication methods or better partitioning of the non‐
binders. The success of the aptamer‐generation procedure is primarily determined by the 
applied  selection  conditions  and  the  target  molecules  chosen  for  selection.  The  rst 
criterion must be met because, though aptamers can recognize their targets even under 
non‐physiological  conditions,  ligand‐aptamer  interactions  are  very  sensitive  to  the 
prevailing conditions. To evade this pitfall, the composition of selection buffer should be as 
close as possible to the matrix of real life samples in which the diagnostic exploitation of 
 
 
 
the aptamer is intended. Overlooking this condition could lead to a meaningless selection 
procedure (i.e., the isolated aptamer works ideally under optimal, laboratory conditions but 
is  inadequate  for  practical  application).  Seemingly,  this  factor  was  ignored  during  the 
selection of many published aptamers, which could limit their diagnostic potential. 
To raise virus‐specic aptamers, the target of selection can be either a virus‐derived protein 
or the inactivated virus particle. Traditionally, SELEX uses puried single proteins as ligand 
for selection and application of this approach resulted in several virus‐selective aptamers. 
The protein‐ligand‐based SELEX methods were extensively discussed in recent reviews29,30. 
When using inactivated virus particles as the target, isolation (purication) and inactivation 
of  viruses are generally more  challenging  than production of pure proteins and  require 
dedicated  laboratories with strict safety control. These hurdles might explain why only a 
handful of whole virus‐selected aptamers has been published so far. Nevertheless, one of 
the earliest  studies demonstrated  the  feasibility of  this  approach,  i.e.,  the  virus‐specic 
aptamer  selection  resulted  in  RNA  oligonucleotides  having  the  capacity  to  discriminate 
between closely‐related human‐inuenza viruses31. The authors  incubated  the RNA pool 
with an A/Panama  strain and  separated  the virus‐selective oligonucleotides by ltration 
through a protein‐binding nitrocellulose‐acetate membrane. To increase the specicity of 
the  isolated oligonucleotides, counter selection steps were also  introduced using A/Aichi 
virus  preparation.  The  aptamer  obtained  displayed  over  15‐fold  higher  aﬃnity  to 
hemagglutinin  compared  with  the monoclonal  antibody  and  distinguished  the  various 
inuenza viruses. The same procedure (i.e., isolation of aptamer candidates by passing the 
virus‐oligonucleotide mixture  through  nitrocellulose membrane  and  removing  the  non‐
specic binders by counter selection with related virus) was effectively applied to raising 
DNA  and  RNA  aptamers  against  murine  norovirus  and  human  inuenza  viruses, 
respectively32,33. 
Although  separation  using  a  membrane  is  the  traditional  technique  of  SELEX  and  its 
usefulness was corroborated by several studies, immobilization of targets onto beads has 
become  the  method  of  choice  for  isolation  of  selective  oligonucleotides.  Two  recent 
publications reported generation of aptamers against magnetic bead‐immobilized human 
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norovirus strains and inuenza A/H1N1 virus34,35. Both groups applied viruses captured by 
monoclonal antibody cross‐linked paramagnetic beads as targets of SELEX and  increased 
the selection pressure by introducing counter‐selection steps with human‐stool suspension 
and close relatives of the target virus, respectively. The performed enzyme‐linked aptamer 
sorbent assay (ELASA) demonstrated that the norovirus‐specic aptamers are selective for 
various strains of  this virus.  Importantly,  the  isolated aptamers could detect  their  target 
virus even in the clinical matrix feces34. Using this state‐of‐the‐art procedure, inuenza virus 
aptamer selection was fully implemented in an integrated microuidic chip35. 
Developments in microuidics brought about the appearance of SELEX chips in recent years. 
Due  to  their  high  speed,  low  reagent  need,  ease  of  tuning,  and  excellent  partitioning 
eﬃciency, these devices are expected to become standards in aptamer selection. 
Another  bead‐immobilization‐based  method,  MonoLEX,  was  published  for  selecting 
aptamers against a whole virus36. The technique involves an aﬃnity‐chromatography step 
of oligonucleotide library with immobilized vaccinia virus followed by subsequent physical 
partitioning  of  the  virus‐coated  resin  and  PCR  amplication  of  the  bound  aptamers.  In 
contrast to conventional SELEX, MonoLEX is accomplished in one step instead of iterative 
selection cycles.  
Immobilization of the targets of aptamer selection has two adverse consequences: 
 
 stringent  counter‐selection  steps  are  needed  to  screen  out  those 
oligonucleotides that bind to the support; and, 
 the target immobilization may lead to shielding of desired epitopes. 
 
Homogeneous SELEX approaches evade these shortcomings, since they do not require the 
coupling of the target on a solid support. The homogenous aptamer‐generating protocols 
are dominated by capillary electrophoresis‐based SELEX (CE‐SELEX) and its modications30. 
CE‐SELEX was applied for the isolation of avian inuenza H9N2 virus‐specic aptamers using 
puried hemagglutinin protein as target molecule, but conversion of this method for whole‐
virus‐based selection has not yet been demonstrated37. The published, whole‐virus‐based 
aptamer‐selection protocols highlight  the necessity of extensive  counter‐selection  steps 
 
 
 
with the pertinent viruses and the matrices of prospective analytes. Counter selection  is 
technically  not  feasible  by  CE,  so  successful  CE‐SELEX  demands  target molecules with 
extremely high purity. This requirement is hard to full with virus preparation, which limits 
the applicability of CE‐SELEX for whole‐virus selection. 
 
 
 
Figure  3.  Aptamer  selection  by  GO‐SELEX.  {Reprinted with  permission  from 
Elsevier from J.W. Park et al.39, ©2014} 
 
 
Recently, a unique reverse manner immobilization method was described for production of 
aptamers against whole bovine viral diarrhea virus (BVDV). It is known that single‐stranded 
DNA (ssDNA) can get adsorbed on graphene oxide (GO) sheets and the desorption can be 
triggered by conformational change of ssDNA upon target protein binding38. Leveraging this 
phenomenon, so‐called GO‐SELEX was invented and applied successfully for generation of 
highly‐selective BVDV‐specic aptamers (figure 3)39.  In the rst step of the selection, the 
incubation of oligonucleotide  library with the classical swine‐fever virus was  followed by 
addition of GO. The oligonucleotides that did not bind to the counter targets were adsorbed 
to the surface of GO and separated by centrifugation, while oligonucleotides that bound to 
the counter target were suspended in the binding buffer. Then, the ssDNA was recovered 
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norovirus strains and inuenza A/H1N1 virus34,35. Both groups applied viruses captured by 
monoclonal antibody cross‐linked paramagnetic beads as targets of SELEX and  increased 
the selection pressure by introducing counter‐selection steps with human‐stool suspension 
and close relatives of the target virus, respectively. The performed enzyme‐linked aptamer 
sorbent assay (ELASA) demonstrated that the norovirus‐specic aptamers are selective for 
various strains of  this virus.  Importantly,  the  isolated aptamers could detect  their  target 
virus even in the clinical matrix feces34. Using this state‐of‐the‐art procedure, inuenza virus 
aptamer selection was fully implemented in an integrated microuidic chip35. 
Developments in microuidics brought about the appearance of SELEX chips in recent years. 
Due  to  their  high  speed,  low  reagent  need,  ease  of  tuning,  and  excellent  partitioning 
eﬃciency, these devices are expected to become standards in aptamer selection. 
Another  bead‐immobilization‐based  method,  MonoLEX,  was  published  for  selecting 
aptamers against a whole virus36. The technique involves an aﬃnity‐chromatography step 
of oligonucleotide library with immobilized vaccinia virus followed by subsequent physical 
partitioning  of  the  virus‐coated  resin  and  PCR  amplication  of  the  bound  aptamers.  In 
contrast to conventional SELEX, MonoLEX is accomplished in one step instead of iterative 
selection cycles.  
Immobilization of the targets of aptamer selection has two adverse consequences: 
 
 stringent  counter‐selection  steps  are  needed  to  screen  out  those 
oligonucleotides that bind to the support; and, 
 the target immobilization may lead to shielding of desired epitopes. 
 
Homogeneous SELEX approaches evade these shortcomings, since they do not require the 
coupling of the target on a solid support. The homogenous aptamer‐generating protocols 
are dominated by capillary electrophoresis‐based SELEX (CE‐SELEX) and its modications30. 
CE‐SELEX was applied for the isolation of avian inuenza H9N2 virus‐specic aptamers using 
puried hemagglutinin protein as target molecule, but conversion of this method for whole‐
virus‐based selection has not yet been demonstrated37. The published, whole‐virus‐based 
aptamer‐selection protocols highlight  the necessity of extensive  counter‐selection  steps 
 
 
 
with the pertinent viruses and the matrices of prospective analytes. Counter selection  is 
technically  not  feasible  by  CE,  so  successful  CE‐SELEX  demands  target molecules with 
extremely high purity. This requirement is hard to full with virus preparation, which limits 
the applicability of CE‐SELEX for whole‐virus selection. 
 
 
 
Figure  3.  Aptamer  selection  by  GO‐SELEX.  {Reprinted with  permission  from 
Elsevier from J.W. Park et al.39, ©2014} 
 
 
Recently, a unique reverse manner immobilization method was described for production of 
aptamers against whole bovine viral diarrhea virus (BVDV). It is known that single‐stranded 
DNA (ssDNA) can get adsorbed on graphene oxide (GO) sheets and the desorption can be 
triggered by conformational change of ssDNA upon target protein binding38. Leveraging this 
phenomenon, so‐called GO‐SELEX was invented and applied successfully for generation of 
highly‐selective BVDV‐specic aptamers (figure 3)39.  In the rst step of the selection, the 
incubation of oligonucleotide  library with the classical swine‐fever virus was  followed by 
addition of GO. The oligonucleotides that did not bind to the counter targets were adsorbed 
to the surface of GO and separated by centrifugation, while oligonucleotides that bound to 
the counter target were suspended in the binding buffer. Then, the ssDNA was recovered 
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from  the GO with  the addition of  the  target BVDV and amplied by PCR. Following ve 
rounds of this very stringent selection, highly‐selective aptamers were obtained and used 
in a surface‐plasmon resonance (SPR)‐based sandwich‐type assay. 
 
Application  of  aptamers  for  virus  detection.  Recently,  a whole  range  of  virus‐specic 
aptamers  were  generated  against  vaccinia  virus36‐40,  dengue  virus41,  severe  acute 
respiratory syndrome (SARS)42‐45, hepatitis C46‐51, human immunodeciency virus (HIV)52‐55, 
apple  stem  pitting  virus56‐58,  bovine  viral  diarrhea  virus39,  norovirus34,59,  rabies  virus60, 
hepatitis B61, Ebola62 and  inuenza31,33,35,63–74. The use of aptamers  in aptasensors often 
requires immobilization of the aptamer strands as well as their labeling to enable detection. 
Due to their adaptive recognition mechanism and small size, aptamers require precaution 
in  their  immobilization. The  surface density of aptamer monolayers  is often  critical and 
depends on the target size, as the binding aﬃnity of the surface‐conned aptamers may be 
inuenced by  steric hindrance or  folding  interference, which may ultimately  reduce  the 
sensitivity. Generally,  one  of  the  two  ends  of  the  aptamers  (3′  or  5′)  is modied with 
functionalities  (e.g.,  ‐HS, NH2, or biotin)  that  allows  convenient  covalent  attachment  to 
different material  transducers. The position  (3′ or 5′) of  the  functional handle  seems  to 
affect the sensitivity, but in a hardly predictable way, as the best position will depend on 
the aptamer sequence75. Most often a  linker, such as strand  inserts consisting of several 
thymidine (T) units, known to exhibit low, non‐specic adsorption, is incorporated between 
the recognition unit and the solid support. 
For  diagnostic  applications,  targets will  be measured  in  bodily  uids  containing  a  vast 
number of nucleases. To avoid degradation, a broad range of minor modications to the 
oligonucleotides  were  shown  to  increase  nuclease  resistance76,77.  Beside  all  the 
modications for stabilization and  immobilization, an extensive range of molecular  labels 
can be  attached  to RNA  and DNA  aptamers,  sometimes with  linker oligonucleotides or 
spacer  molecules  in  between  to  reduce  interference  with  target  recognition.  Such 
molecules are normally used for detection purposes and include uorophores, quenchers 
and quantum dots78. 
 
 
 
Reliable,  sensitive  transduction of an aptasensor  is pivotal  for  its  functioning. There are 
many ways of transduction, but the vast majority transforms bio‐recognition processes via 
a  physicochemical  transducer  into measurable  electrochemical, mass,  or  optical  signal. 
Table  2  gives  an  overview  of  the  recently  developed  aptamers  and  aptasensors  in  the 
context of viral pathogens. 
 
Aptasensors  with  optical  transduction.  At  present,  the  eld  of  aptasensors  for  viral 
detection  is very much dominated by optical  transduction  (e.g., based on measuring u 
orescence, as well as colorimetric or refraction index related changes). 
Fluorescent  detection works with  a  signal‐ON  or  a  signal‐OFF mechanism, which  relies 
respectively on increasing or decreasing the uorescent signal upon target binding. Signal‐
ON  methods  are  much  more  sensitive,  but  uorophores  are  also  very  sensitive  to 
environmental changes and most methods were tested in aqueous buffers instead of bodily 
uids. The nucleic‐acid aptamers offer inherent uorescent transduction mechanisms that 
are hardly possible with antibody‐based recognition, such as the use of molecular beacon 
aptamers83.  It was shown that RNA‐aptamer beacons can be made specic to detect the 
presence of HIV‐1 Tat proteins or  its peptides  (i.e., enabling  them  to discriminate RNA‐
binding proteins) by using split oligomers derived from RNA Tat aptamer. In the presence 
of the target, the two oligomers form a duplex that leads to the removal of the uorophore 
from  the  vicinity of  the quencher, and  consequently  to an  increase  in  the uorescence 
signal83.  
One‐step  quantication  of  viruses was  successful  by  a  similar  uorescence  resonance‐
energy  transfer  (FRET)‐based  competitive  binding  assay,  as  demonstrated  by  the 
determination of hepatitis B virus61. Cy3 as a FRET donor was covalently attached to the 
anti‐hepatitis B virus RNA aptamer and Cy5 labeled hepatitis B virus was the FRET acceptor. 
The presence of unlabeled  target  removed  the  acceptor  from  the  vicinity of  the donor 
leading  to  a  shift  in  uorescence  in  a  dose‐dependent  fashion,  which  enabled  the 
determination of the target concentration. This method appeared 40‐fold more sensitive 
than the Abbott Architect assay, which is the current method for hepatitis B quantication61. 
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The need for labeled aptamers, which is a signicant cost‐increasing factor of the assay, can 
be avoided if external signal reporters are used. A relevant example for such a system was 
based  on  the  use  of  thiazole  orange  (TO)  that  uoresces  upon  binding  to  the  G‐
quadruplexes  stabilized  by  target‐aptamer  interactions.  This  enabled  the  uorescence 
detection of H5N1 inuenza virus in human serum by using a guanine‐rich aptamer for the 
recombinant hemagglutinin protein of the virus. An additional sensitivity enhancement was 
obtained by immobilizing the aptamers on Ag@SiO2 core‐shell nanoparticles, which acted 
as a metal‐enhanced uorescence (MEF)‐sensing platform. Thus, a limit of detection (LOD) 
of 3.5 ng∙mL‐1 of  the protein  target could be realized with an assay time ±30 minutes  in 
human serum67. A dramatically lower LOD was reported by Ahn et al. by microarray‐based 
uorescent detection, though tested in a less demanding matrix45. They developed an RNA 
aptamer against the C‐terminal region of SARS coronavirus (SARS‐CoV) nucleocapsid protein 
(with a Kd of 1.65 nM) and implemented it in aptamer‐antibody hybrid immunoassays [i.e., 
chemiluminescence  immunosorbent assay  (CLISA) and a nanoarray aptamer chip]. CLISA 
had an LOD of 20 pg∙mL‐1 puried nucleocapsid protein, which was similar to ELISA84, while 
the nanoarray aptamer chip had an even lower LOD of 2 pg∙mL‐1. However, the detection of 
the  SARS‐CoV  nucleocapsid  was  still  antibody  mediated,  and,  similar  to  other 
immunosorbent  assays  published47,51,  a  relatively  long  assay  time  due  to  the  required 
labeling made these assays less suitable for POCT. 
SPR  has  also  been  often  examined  for  its  POCT  potential36,52,59.  Recently,  Bai  et  al.74 
developed a portable biosensor based on SPR  for  the detection of avian  inuenza virus 
(AIV), H5N1,  in  poultry  swabs.  They  used  hemagglutinin  as  the  target  to  select  a DNA 
aptamer  and  subsequently  used whole  AIV  H5N1  particles  as  a  target  to  increase  the 
specicity. The DNA aptamer with the lowest Kd (4.65 nM) was selected and subsequently 
immobilized  on  the  gold  surface  of  the  sensor.  The  detection  range  for  poultry‐swab 
samples  containing  the  virus  was  1.28‐12.8  hemagglutination  units  (HAU).  The  SPR 
biosensor was very specic for AIV H5N2 and displayed only very low signals (<4%) when 
exposed  to  six other non‐targeted AIVs. A great  advantage of  this portable  aptasensor, 
when compared to more conventional methods, is the relatively short detection time of 1.5 
 
 
 
hours. At the same time, the system  is  label‐free,  lacks the use of antibodies and can be 
reused 5‐7 times. 
Aptamer selection can be performed to obtain a number of aptamers that bind different 
proteins  or  epitopes  on  a  virus,  enabling  the  use  of  sandwich  assays  to  increase  the 
sensitivity  and  the  selectivity  of  virus  detection.  Park  et  al.  have  shown  that  a  pair  of 
aptamers can be selected to whole bovine viral diarrhea virus type 1 so that the sensitivity 
of SPR detection can be enhanced by decorating the surface‐bound virus in a subsequent 
step with a secondary, gold‐nanoparticle (AuNP)‐labeled aptamer39. 
SERS was also used as a label‐free optical method for the identication of inuenza viruses68 
through detecting the binding of nucleoproteins of different inuenza A and B strains to a 
polyvalent anti‐inuenza DNA aptamer.  Incubation with  three different  inuenza  strains 
(A/Uruguay, A/Brisbane and B/Brisbane) altered the spectrum in very distinguishable ways 
due to the conformational changes of the aptamer. 
A common issue with many optical sensing methodologies, such as FRET61, sol‐gel chips48, 
MEF67, aﬃnity CE with laser‐induced uorescence (CE‐LIF)54, and bio‐layer interferometry 
(BLI)46, is that they depend on sensitive, but bulky and expensive, read‐out equipment. By 
contrast, colorimetric aptasensors or  lateral‐ow assays that would be more suitable for 
POCT can be evaluated even with the naked eye. Apparently, this aspect has so far received 
less attention  in  terms of using aptamers as selective  recognition  reagents. Colorimetric 
detection based on aggregation of aptamer‐modied AuNPs by virions was explored  for 
inuenza virus. The aggregation was combined with a simple centrifugation step to enhance 
visual  perception  by  precipitation  of  the  aggregates.  However,  the  LOD  obtained  (108 
VP∙mL‐1) is at the upper end of the relevant virus load69. 
Published work on  the application of  lateral‐ow assays with aptamer‐based  reagents  is 
also  scarce.  The  few  reports  available  solely  involved  the  measurement  of  viral  coat 
proteins80,85. For example, Wang et al. published a competitive lateral‐ow assay in which 
the amount of gold‐conjugated aptamer bound to complementary DNA in the test line was 
reduced by competitive binding to the target, hepatitis C core antigen. Such a test had an 
LOD of 10 pg∙mL‐1 when using a scanner for detection and 100 pg∙mL‐1 with the naked eye80. 
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hours. At the same time, the system  is  label‐free,  lacks the use of antibodies and can be 
reused 5‐7 times. 
Aptamer selection can be performed to obtain a number of aptamers that bind different 
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also  scarce.  The  few  reports  available  solely  involved  the  measurement  of  viral  coat 
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the amount of gold‐conjugated aptamer bound to complementary DNA in the test line was 
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Mass‐sensitive  aptasensors. Mass‐dependent  transduction offers  label‐free detection  if 
the transducers are modied by selective receptors. Mass‐based transduction was realized 
through the use of quartz‐crystal microbalances (QCMs) with aptamer‐modied surfaces, 
as well as micromechanical sensors based on resonant microcantilevers49. 
The application of QCMs for aptamer‐based detection of viral components was initiated by 
Minuni  et  al.52,55  through  the  detection  of HIV‐1  Tat  protein.  A  comparison with  a  Tat 
antibody‐based  sensor  resulted  in higher  sensitivity of  the  aptamer‐based  sensors,  and 
good selectivity for both types of sensors, but neither was adequate to detect Tat protein 
in real samples. 
Wang and Li64 took advantage of the unique properties of aptamers over antibodies and 
created a hydrogel‐based QCM aptasensor for the detection of AIV H5N1. When exposed 
to the viral antigen HA of AIV H5N1, the aptamer changed its conformation by disrupting 
the hybridization to bind the virus. The QCM sensor detected a decrease of the fundamental 
frequency  of  the  quartz  crystal,  as  a  result  of  the mass  change  on  the  surface  of  the 
resonator64. In the proposed construction, the hydrogel‐based QCM aptasensor proved to 
have an LOD about an order of magnitude lower than a conventional QCM set‐up ‐ 0.0128 
HAU  compared  to 0.128 HAU,  respectively. These  results made  this  sensor  a promising 
POCT,  suitable  for  rapid  testing  (30 minutes), easy  to use,  sensitive and  specic  for  the 
diagnosis of AIV H5N1, and able to compete with RT‐PCR in terms of sensitivity. 
Micromechanical sensing by using resonating cantilevers was applied for the detection of 
hepatitis  C  virus  (HCV)  with  a  sensitivity  of  100  pg∙mL‐1.16,49  This  method  exploited 
immobilized aptamers on the top surface of the cantilever and their steric crowding upon 
binding  to  their  bulkier  targets.  The  latter  created  a  surface  stress  that was  detected 
through the change in the resonant frequency of the microcantilevers. The small size of the 
microcantilevers made it easy to facilitate high‐throughput multiplex screening, which was 
advantageous  for  the  POCT  of multiple  viruses. However,  due  to  their  susceptibility  to 
environmental  conditions,  the  measurements  on  the  microcantilever  are  completely 
executed in a temperature‐ and relative humidity‐controlled chamber, which hinders their 
use for POCT. 
 
 
 
Electrochemical  aptasensors.  Label‐free  electrochemical  transducers  act  upon  the 
formation  of  the  aptamer‐target‐recognition  complex  on  conductive  or  semiconductive 
surfaces,  which  changes  the  resistance  and  the  capacitance  of  the  solution‐electrode 
interface. They are easy to miniaturize and offers LODs  in the femtomolar to micromolar 
range. The sensitivity of these devices increases when the electrode separation decreases 
and nanochips with multiple aptamer sensors would enable the simultaneous detection of 
several viruses86. A drawback of decreasing the recognition interface is the reduced number 
of  aptamers  that  can  lead  to  a  reduced  dynamic  range of  the  assay. However,  in  viral 
diagnostics, information on viral load is not always essential to assign proper treatment. 
An example of an electrochemical sensor for  label‐free virus detection was the aptamer‐
based  viability  impedimetric  sensor  for  viruses  published  by  Labib  et  al.81.  Using 
electrochemical‐impedance spectroscopy (EIS) for detection, the sensor had an LOD of 330 
PFU of vaccinia virus.  Its unique feature was the capacity to distinguish viable from non‐
viable virus particles, but the small dynamic range, up to 3000 PFU, assay time of more than 
1 hour, and, most  importantly, requirement for temperature‐regulated  incubation, made 
this method less suitable for POCT81. 
Solid‐state nanopores can also make use of label‐free electro‐chemical transduction82. This 
label‐free  real‐time  detection  method  with  a  single  interaction  sensitivity  relies  on 
formation of  complexes between  target  and RNA  aptamer, which  are measured by  the 
resistive‐pulse technique. The principle of this technique was shown by the detection of 
HIV‐1  virus  nucleocapsid  protein  7.  However,  its  main  application  is  foreseen  as  the 
characterization of the relevant biomolecular interactions rather than as a diagnostic tool. 
Ruslinda et al. published a diamond eld‐effect transistor (FET)‐based aptasensor for the 
detection  of  HIV‐1  Tat  protein,  demonstrating  a  stable,  reusable  platform  for  POCT53. 
Diamond‐FET measures the binding between aptamers and target by detecting changes in 
the charge distribution above the diamond surface. In general, FET‐based sensors are simple 
to fabricate, but miniaturization often leads to fundamental problems in sensing capacity. 
In  diamond‐FET‐based  techniques,  the  scalability  problems  are  overcome  and  show 
potential for a handheld device87. The results of the diamond‐FET‐based aptasensor display 
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through the change in the resonant frequency of the microcantilevers. The small size of the 
microcantilevers made it easy to facilitate high‐throughput multiplex screening, which was 
advantageous  for  the  POCT  of multiple  viruses. However,  due  to  their  susceptibility  to 
environmental  conditions,  the  measurements  on  the  microcantilever  are  completely 
executed in a temperature‐ and relative humidity‐controlled chamber, which hinders their 
use for POCT. 
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to fabricate, but miniaturization often leads to fundamental problems in sensing capacity. 
In  diamond‐FET‐based  techniques,  the  scalability  problems  are  overcome  and  show 
potential for a handheld device87. The results of the diamond‐FET‐based aptasensor display 
Thesis ++ 14122016.indd   85 14-12-2016   10:19:55
Chapter IV
86
 
 
 
stable  results measuring  the Tat protein  in clinical matrices with  sensitivity up  to 1 nM. 
These are impressive, rst‐time results, and very suitable in situations with abundant target 
molecules. 
A  competition‐based  electrochemical‐detection  method  is  the  bio‐nanogate‐based 
biosensor to measure inuenza H5N1, published by Wang et al.79. Lactate dehydrogenase 
(LDH) enzymes are coated on a glassy‐carbon electrode, which is covered by a gold surface 
containing bio‐nanogates. These bio‐nanogates will bind the specic H5N1 aptamers when 
present,  thereby blocking  the  access  of  the  substrate  to  the  immobilized  LDH  enzyme. 
However,  in  viral  presence,  the  aptamers will  interact with  the  virion,  leaving  the  bio‐
nanogates  open  and  inducing  substrate  conversion.  The  substrate  conversion  was 
electrochemically measured and resulted in a LOD of ±2∙10−3 HAU. Although the method is 
highly sensitive, the use of LDH for signal conversion can be greatly inuenced by the type 
of clinical matrix, as LDH itself is present in most human tissue. 
Aptamer‐functionalized  conductive polymer  (PEDOT‐OH:TsO) microelectrodes, published 
by Kiilerich‐Pedersen et al.70, have high sensitivity; up to 10 plaque‐forming units (pfu) of 
inuenza A (H1N1) per mL were detected. The detection mechanism is based on measuring 
changes  in  the  impedance  when  virions  are  captured  by  immobilized  aptamers.  The 
polymer  uidic  device  consists  of  four  layers with  electrodes  and  electrical  connection 
patches patterned  in  PEDOT‐OH:TsO,  and  is  inserted  in  a  circular device of  ±50 mm  in 
diameter88. Testing in the clinical matrix, saliva, led to a reduction in sensitivity (103 pfu∙mL‐
1),  but  it  is  still well within  the  relevant  spectrum  of  the  viral  load89.  Since  the  sample 
measured was only 200 μL, the absolute interactions measured can be as low as 1‐2 pfu. In 
summary, low‐cost manufacture, handheld size, label‐free, high sensitivity and assay‐time 
below 15 minutes make the functionalized conductive polymer aptasensor promising for 
use as a POCT. 
 
 
Outlook 
 
Since  the  discovery  of  aptamers,  expectations  for  clinical  application,  in  particular,  for 
diagnostic aptasensor development, were high. However, the use of aptamers in practice is 
 
 
 
still rare. Probably the most important scientic reason relates to diﬃculties in the selection 
of  highly‐selective  aptamers  for widely  different  targets  and measurement  conditions. 
Recently, the rst promising aptasensors made their debut in viral diagnostics, which will 
hopefully increase interest in diagnostic aptasensors in the near future. User parameters, 
such as a turn‐round time of less than 15 minutes, portability, robustness and ease of use, 
are  fundamental  requirements  of  aptasensor‐based  POCT.  However,  the  sensitivity, 
specicity, and selectivity, as well as quantitative and multiplex capacities, all depend on 
the  clinical need. There  is a  strong demand  for multiplexed diagnostic measurement of 
pathogens, as disease is often caused by co‐infections. 
 
 
 
Figure 4. The design‐build‐test iterative process of aptasensor‐based point‐of‐care testing (POCT). 
 
 
In  this  respect,  several multiplex  PCR methods  have  been  developed  for  diagnosis  of 
sepsis90, and  respiratory91 and gastro‐intestinal  infections92. So  far, only a  few aptamer‐
based  applications  have  shown  potential  for  multiplex  measurement  of  mixtures  of 
bacteria93,94.  However,  no  aptamer‐based  detection  method  has  been  developed  to 
measure multiple viruses. Therefore, it is important to dene clearly these aspects per case 
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and to follow an iterative approach to continue redening assay requirements and selecting 
the most appropriate targets, aptamers and aptasensors, all affecting the development of 
the POCT (figure 4). 
Despite the seemingly unlimited possibilities for improvement of sensing technologies, the 
ultimate goal  is  to create an accurate,  fast, affordable and easy‐to‐use detection system 
suitable  for POCT  that  is  able  to become  the  standard  for  viral diagnostics.  In order  to 
accomplish  this  goal,  it  is  important  to  perform  comparative  studies  using  different 
aptasensors targeting similar viruses in different matrices. 
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and to follow an iterative approach to continue redening assay requirements and selecting 
the most appropriate targets, aptamers and aptasensors, all affecting the development of 
the POCT (figure 4). 
Despite the seemingly unlimited possibilities for improvement of sensing technologies, the 
ultimate goal  is  to create an accurate,  fast, affordable and easy‐to‐use detection system 
suitable  for POCT  that  is  able  to become  the  standard  for  viral diagnostics.  In order  to 
accomplish  this  goal,  it  is  important  to  perform  comparative  studies  using  different 
aptasensors targeting similar viruses in different matrices. 
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Abstract 
 
Biosensors will become  increasingly  important  for medical diagnostics. An 
essential part of biosensor development  is  assay optimization;  to nd  the 
optimal conditions a  large number of variables need to be tested and high 
throughput  online  measurements  are  time‐consuming  or  sometimes 
impossible.  In  this  study, an oﬄine high  throughput nucleic acid  sandwich 
hybridization assay is developed for pre‐screening assay conditions on a gold 
substrate. The assay  is performed  in a 48‐well plate using alkanethiolated 
ssDNA molecules, which bind to the substrate surface through a specic thiol‐
gold  interaction  and  function  as  the  recognition  site  for  target DNA.  The 
hybridization  reaction  was  analyzed  using  an  enzymatic  read‐out  system 
measuring DNA–DNA  interactions  in a highly specic and sensitive manner, 
since only fully complementary nucleotide sequences were detected with a 
lower limit of detection of 10 pmol∙l‐1. This high throughput low cost oﬄine 
method has been demonstrated to be exible and is expected to improve and 
accelerate biosensor development.   
 
 
 
Introduction 
 
The  introduction of nucleic  acid‐based detection  techniques  substantially  improved  the 
sensitivity and  specificity of pathogen detection.1,2 The best example  is  the quantitative 
real‐time polymerase chain reaction (qRT‐PCR), which is well integrated in medical practice. 
The high sensitivity and accessibility for multiplex detection over conventional techniques, 
such as culturing, determine its superiority.3,4 However, the required expertise, turnaround 
time  and  high  costs  are  limitations,  which  are  hard  to  overcome.  Therefore,  rapid, 
uncomplicated and low‐cost nucleic acid‐based detection methods are still needed.5 
Biosensors are sensors that transduce bio‐recognition processes into measurable signals via 
a physicochemical  transducer using optical, piezoelectric, electrochemical and capacitive 
techniques.  In  particular,  capacitive  biosensors  have  a  strong  potential  to  replace  the 
current nucleic acid‐based detection techniques, since its greatest advantage is the ability 
of real‐time label‐free measuring.6–8 
The development of new biosensor assays is complicated, and determination of the optimal 
detection  conditions  needs  a  systematic  approach.  Online  optimization  of  analytical 
parameters, e.g. probe specificity and selectivity, is diﬃcult and time consuming, especially 
with  limited throughput. Therefore, oﬄine pre‐screening methods can be of great value, 
because of their low cost, high throughput and flexibility. 
In this study, a high throughput nucleic acid sandwich hybridization assay was developed 
on a gold substrate to be used to test a large variety of assay conditions in a relatively short 
time. Gold was chosen for its translation potential to capacitive biosensor platforms; it can 
easily  be  covered  with  a  functional  self‐assembled  monolayer  (SAM).  The  SAM  is 
functionalized  for  DNA  recognition  by  using  alkanethiol‐modified  single  stranded  DNA 
(ssDNA) molecules, which will bind  to the substrate surface  through a specific  thiol‐gold 
interaction.9–11 The alkanethiolated ssDNA functions as a recognition site for target DNA. 
We  used  a  synthetic  ssDNA  strand,  homologous  to  the  genomic  sequence  of  human 
respiratory syncytial virus (HRSV), as a model target.12 For detection we used a biotinylated 
ssDNA  sequence  in  combination with  streptavidin‐coated  horse  radish  peroxidase  and 
measured substrate conversion spectrophotometrically (figure 1). 
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Figure 1. A schematic overview of the assay setup. (1) Capture probe immobilization and subsequent 
backlling with mercaptohexanol; (2) target (HRSV homologue) capturing by the capture probe; (3) 
biotinylated detection probe binding to the target; (4) streptavidin‐coated horse radish peroxidase 
binding to the biotinylated detection probe; and  (5) 3,3’,5,5’‐tetramethylbenzidine  is converted by 
horse radish peroxidase into 3,3’,5,5’‐tetramethylbenzidine diimine. This reaction is stopped by the 
addition  of  sulphuric  acid  and  3,3’,5,5’‐tetramethylbenzidine  diimine  is  spectrophotometrically 
measured at 450 nm. 
 
 
Materials and Methods 
 
Materials and reagents. The composition and sequences of the oligonucleotides are listed 
in  table  1.  The  sequences  are  homologous  to  parts  of  the  HRSV  A2  genome.12  The 
alkanethiolated capture probe was diluted in an immobilization buﬀer (1 mol∙l‐1 KH2PO4, pH 
3.8). The washing buﬀer was composed of 150 mmol∙l‐1 NaCl, 50 mmol∙l‐1 Tris, and 0.1% v/v 
Tween20 (pH 7.4). The hybridization buﬀer was composed of 1 mol∙l‐1 NaCl, 10 mmol∙l‐1 Tris 
HCl  and  2 mmol∙l‐1  EDTA,  pH  7.0.  All  items  were  purchased  from Merck  (Darmstadt, 
Germany). Streptavidin‐HRP (R&D, Minneapolis, MN, USA) was diluted 1:500 in a phosphate 
buﬀered  salt  solution with  pH  7.3‐7.5  (PBS)  (Lonza,  Verviers,  Belgium).  The  TMB‐H2O2 
solution  contained  0.83  mmol∙l‐1  3,3’,5,5’‐tetramethylbenzidine  (TMB)  (Sigma‐Aldrich 
 
 
 
Chemie GmbH, Steinheim, Germany) and 1.96 mmol∙l‐1 H2O2 (Merck, Darmstadt, Germany), 
diluted in a 0.11 mmol∙l‐1 acetate buﬀer (pH 5.5) right before use. 
 
 
Table 1. Overview of the oligonucleotides used in this study. The capture, positive control, detection 
probes and the HRSV homologue were purchased from Eurogentec (Liège, BE). The remaining probes 
were produced by Biolegio (Nijmegen, NL).a 
Identity  5’ modification  Sequence (5’ ‐ 3’)  3’ modification 
Capture CP  HS‐C6  TTAACCAGCAAAGTGTTAGA  — 
Positive control FC  Biotin  TCTAACACTTTGCTGGTTAA  — 
Negative control NC  Biotin  ATAGTTGTAGACTATACATC  — 
3’‐control PC  Biotin  ATAGTTGTAGACTATGTTAA  — 
5’‐control PC  Biotin  ATAGTTGTAGACTATTCTAA  — 
Detection DP  —  AACAACAGACTACTAGAGAT  TEG‐biotin 
HRSV homologue Target  —  ATCTCTAGTAGTCTGTTGTT  — 
 
CTTTTGTTGGAACTCTATCA   
CAGTTTCTATATTTGATATG   
CTGCAGCTTTGCTTGTTCA   
CAATAGGTAACAATTGTTTA   
TCTATATAGTTTTTGAGGTC   
TAACACTTTGCTGGTTAA   
aCP = capture probe, FC = fully complementary to the capture probe, NC = non‐complementary to the capture 
probe, PC = partially complementary to the capture probe, DP = detection probe for the target, target = 137 nt 
ssDNA synthesized homologue of a HRSV genome. 
 
 
General substrate preparation. As substrate, Czochralski silicon wafers were used on which 
a 20 nm titanium layer was sputter deposited, which was subsequently covered by a sputter 
deposited  100  nm  gold  layer  (NXP  Semiconductors N.V.,  Eindhoven,  The Netherlands). 
These gold substrates were prepared in a cleanroom facility and diced in 0.25 cm2 pieces. 
To form the self‐assembled monolayer (SAM), the gold substrates were incubated overnight 
(≥14 hours)  in 48‐well Nunclon™ D plates  (Nunc, Roskilde, Denmark) with a 100 nmol∙l‐1 
capture probe, unless noted otherwise. Then the substrates were washed and backfilled by 
1 hour incubation with 1 mmol∙l‐1 99% 6‐mercapto‐1‐hexanol (MCH) (Sigma Aldrich Chemie 
GmbH,  Steinheim, Germany), diluted  in Milli‐Q water and  subsequently washed.9–11 For 
every single  incubation and washing step, the substrates were transferred to a new well 
chamber. The working volume per well was 400 ml. The incubations were executed at room 
temperature, while shaking at 45 rpm in the dark, unless noted otherwise. All dilutions of 
target and target control probes were prepared in hybridization buﬀer. 
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probes and the HRSV homologue were purchased from Eurogentec (Liège, BE). The remaining probes 
were produced by Biolegio (Nijmegen, NL).a 
Identity  5’ modification  Sequence (5’ ‐ 3’)  3’ modification 
Capture CP  HS‐C6  TTAACCAGCAAAGTGTTAGA  — 
Positive control FC  Biotin  TCTAACACTTTGCTGGTTAA  — 
Negative control NC  Biotin  ATAGTTGTAGACTATACATC  — 
3’‐control PC  Biotin  ATAGTTGTAGACTATGTTAA  — 
5’‐control PC  Biotin  ATAGTTGTAGACTATTCTAA  — 
Detection DP  —  AACAACAGACTACTAGAGAT  TEG‐biotin 
HRSV homologue Target  —  ATCTCTAGTAGTCTGTTGTT  — 
 
CTTTTGTTGGAACTCTATCA   
CAGTTTCTATATTTGATATG   
CTGCAGCTTTGCTTGTTCA   
CAATAGGTAACAATTGTTTA   
TCTATATAGTTTTTGAGGTC   
TAACACTTTGCTGGTTAA   
aCP = capture probe, FC = fully complementary to the capture probe, NC = non‐complementary to the capture 
probe, PC = partially complementary to the capture probe, DP = detection probe for the target, target = 137 nt 
ssDNA synthesized homologue of a HRSV genome. 
 
 
General substrate preparation. As substrate, Czochralski silicon wafers were used on which 
a 20 nm titanium layer was sputter deposited, which was subsequently covered by a sputter 
deposited  100  nm  gold  layer  (NXP  Semiconductors N.V.,  Eindhoven,  The Netherlands). 
These gold substrates were prepared in a cleanroom facility and diced in 0.25 cm2 pieces. 
To form the self‐assembled monolayer (SAM), the gold substrates were incubated overnight 
(≥14 hours)  in 48‐well Nunclon™ D plates  (Nunc, Roskilde, Denmark) with a 100 nmol∙l‐1 
capture probe, unless noted otherwise. Then the substrates were washed and backfilled by 
1 hour incubation with 1 mmol∙l‐1 99% 6‐mercapto‐1‐hexanol (MCH) (Sigma Aldrich Chemie 
GmbH,  Steinheim, Germany), diluted  in Milli‐Q water and  subsequently washed.9–11 For 
every single  incubation and washing step, the substrates were transferred to a new well 
chamber. The working volume per well was 400 ml. The incubations were executed at room 
temperature, while shaking at 45 rpm in the dark, unless noted otherwise. All dilutions of 
target and target control probes were prepared in hybridization buﬀer. 
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General assay read‐out. Following the last hybridization step, the substrates were washed 
and  incubated  for 30 minutes with  the HRP‐conjugate. The excess of  the unbound HRP‐
conjugate was  removed by washing.  The  gold  substrates were  subsequently  incubated, 
shaken at 300  rpm,  for 30 minutes with a TMB‐H2O2  solution. The enzyme activity was 
stopped by adding 2 mol∙l‐1 H2SO4. After 1 minute incubation, the solution was transferred 
to a 96‐well plate and its absorbance was determined at a wavelength of 450 nm (Multiskan 
Ascent, Thermo Scientific, Waltham, MA, USA). 
 
Optimization of the capture probe concentration. To determine the optimal concentration 
of the capture probe, gold substrates were immersed and incubated overnight in a dilution 
series  of  10  pmol∙l‐1  to  100  nmol∙l‐1.  The  substrates  were  subsequently  washed  and 
backfilled by 1 hour incubation with 1 mmol∙l‐1 MCH. After washing, a biotinylated positive 
control  probe,  complementary  to  the  capture  probe,  was  added  in  two  diﬀerent 
concentrations, 10 pmol∙l‐1 and 10 nmol∙l‐1, and incubated for 1.5 hours. 
 
Eﬀects of 6‐mercapto‐1‐hexanol backfilling. The gold substrates were prepared according 
to the general substrate preparation, with or without MCH backfilling. In the non‐backfilled 
condition,  the substrates were  incubated  in Milli‐Q water  for 1 hour. After washing,  the 
substrates were incubated for 1.5 hours with diﬀerent dilutions (1 pmol∙l‐1 to 10 nmol∙l‐1) of 
the positive control probe. 
 
Assay stability. A SAM was disposed on a gold substrate according to the general substrate 
preparation procedure and stored at 4 oC in PBS. Up to 74 days (day(x)), the substrates were 
used to measure the functionality of the SAM over time. During the measurement, a new 
set  of  substrates  were  freshly  prepared  (day(0))  according  to  the  general  substrate 
preparation procedure and subsequently handled with the previously prepared substrates. 
After washing the substrates were incubated for 1.5 hours with the positive control probe, 
10 nmol∙l‐1. 
 
 
 
 
Specificity of the capture probe. After the general substrate preparation procedure, gold 
substrates were incubated in dilutions of 1 pmol∙l‐1 to 10 nmol∙l‐1 positive, negative, 3’‐ and 
5’‐control  probes  (table  1)  for  1.5  hours.  The  negative,  3’‐  and  5’‐control  probes  are 
designed  to  control  the  specificity  of  the  assay.  The  negative  control  probe  is  non‐
complementary,  where  3’‐  and  5’‐control  probes  have  a  5  complementary  nucleotide 
sequence  to  the  capture  probe  on  their  3’  sides.  For  3’‐control  this  complementary  5 
nucleotide sequence is located on the 3’ side and for 5’‐control on the 5’ side of the capture 
probe.  After  hybridization,  the  substrates were washed  and  handled  according  to  the 
general assay read‐out protocol. 
 
Dose‐response curve. After the general substrate preparation, a dilution series of 1 pmol∙l‐
1 to 10 nmol∙l‐1 of a HRSV homologue was added and incubated for 1.5 hours. After the first 
hybridization, the substrates were washed and subsequently incubated with a 10 nmol∙l‐1 
detection probe or negative, 3’‐ and 5’‐control probes for 1.5 hours. 
 
 
Results and discussion 
 
Optimization  of  the  capture  probe  concentration.  To  determine  the  optimum 
concentration of the capture probe on the gold surface, the probe concentration was varied 
and measured  for  two concentrations of  the positive  control  (figure 2A). An  increase  in 
concentration of  the capture probe  is directly  related  to an  increase  in absorbance. The 
minimal concentration necessary for detection of the positive control was determined at 10 
nmol∙l‐1 (two‐way ANOVA; p<0.001). A concentration of 100 nmol∙l‐1 gave the highest signal 
for both positive  control  concentrations, while maintaining a  significant dynamic  range; 
hence, this concentration was used for further study. 
 
Eﬀects of 6‐mercapto‐1‐hexanol backfilling. Self‐assembled monolayer  (SAM) stability  is 
pivotal  for  assay  functionality.  Previous  studies  have  shown  that  6‐mercapto‐1‐hexanol 
(MCH) stabilizes the SAM.9,13 To study the eﬀect of MCH on the hybridization reaction, gold 
substrates were  incubated with or without MCH. Both  conditions were assessed with a 
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substrates were incubated in dilutions of 1 pmol∙l‐1 to 10 nmol∙l‐1 positive, negative, 3’‐ and 
5’‐control  probes  (table  1)  for  1.5  hours.  The  negative,  3’‐  and  5’‐control  probes  are 
designed  to  control  the  specificity  of  the  assay.  The  negative  control  probe  is  non‐
complementary,  where  3’‐  and  5’‐control  probes  have  a  5  complementary  nucleotide 
sequence  to  the  capture  probe  on  their  3’  sides.  For  3’‐control  this  complementary  5 
nucleotide sequence is located on the 3’ side and for 5’‐control on the 5’ side of the capture 
probe.  After  hybridization,  the  substrates were washed  and  handled  according  to  the 
general assay read‐out protocol. 
 
Dose‐response curve. After the general substrate preparation, a dilution series of 1 pmol∙l‐
1 to 10 nmol∙l‐1 of a HRSV homologue was added and incubated for 1.5 hours. After the first 
hybridization, the substrates were washed and subsequently incubated with a 10 nmol∙l‐1 
detection probe or negative, 3’‐ and 5’‐control probes for 1.5 hours. 
 
 
Results and discussion 
 
Optimization  of  the  capture  probe  concentration.  To  determine  the  optimum 
concentration of the capture probe on the gold surface, the probe concentration was varied 
and measured  for  two concentrations of  the positive  control  (figure 2A). An  increase  in 
concentration of  the capture probe  is directly  related  to an  increase  in absorbance. The 
minimal concentration necessary for detection of the positive control was determined at 10 
nmol∙l‐1 (two‐way ANOVA; p<0.001). A concentration of 100 nmol∙l‐1 gave the highest signal 
for both positive  control  concentrations, while maintaining a  significant dynamic  range; 
hence, this concentration was used for further study. 
 
Eﬀects of 6‐mercapto‐1‐hexanol backfilling. Self‐assembled monolayer  (SAM) stability  is 
pivotal  for  assay  functionality.  Previous  studies  have  shown  that  6‐mercapto‐1‐hexanol 
(MCH) stabilizes the SAM.9,13 To study the eﬀect of MCH on the hybridization reaction, gold 
substrates were  incubated with or without MCH. Both  conditions were assessed with a 
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dilution  series  of  the  positive  control.  A  direct  correlation was  observed  between  the 
concentration  and  the measured  absorbance.  In  addition,  a  two‐way  ANOVA  analysis 
showed no significant diﬀerence (p>0.05) between the gold substrates with or without MCH 
backfilling  (data  not  shown).  This  could  be  due  to  shaking  during  incubation,  as  the 
hybridization eﬃciency  is no  longer dependent on passive diﬀusion of  the nucleic acids. 
Although  no  diﬀerence  was  observed,  it  was  decided  to  continue  with  backfilling 
throughout the study, as previous studies have demonstrated that MCH reduces the surface 
density  of  the  absorbed  capture  probes,  enhances  the  stability  of  the monolayer  and 
minimizes non‐specific interactions.9,13–15 
 
 
 
Figure 2. A) Optimization of the capture probe concentration. A dilution series of the capture probe 
is plotted for two concentrations of the positive control, 10 pmol∙l‐1 () and 10 nmol∙l‐1 (). Data are 
presented as mean ± SD. B) Assay stability, the signal ratio (absorbance day(x)/absorbance day(0)) is 
plotted against storage time. Data are presented as mean ± SD. 
 
 
Assay stability. The stability of the SAM was assessed by comparing the signal intensity of 
a gold substrate  that was deposited  for more  than  two months and a  freshly deposited 
monolayer. Results displayed in figure 2B are the ratio of absorbance (day(x)) divided by the 
absorbance of the freshly deposited SAM (day(0)). A storage period of up to 74 days at 4 oC 
in PBS does not significantly decrease the signal quality of the assay. These results show 
great potential  for a monthly batch production of  the substrates, without  risking  loss of 
functionality. 
 
 
 
 
Specificity of the capture probe. To determine the specificity of the capture probe, various 
controls were examined. A specific interaction with the complementary positive control was 
detected  (figure 3A). A  two‐way ANOVA analysis  showed  that  the  signal of  the positive 
control at a concentration of 10 pmol∙l‐1 or higher diﬀered significantly (p<0.001) from the 
background, whereas negative, 3’‐ and 5’‐control probes were  indistinguishable from the 
background. This proves the specificity of the capture probe, which is of crucial importance 
for  the  reliability  of  the  assay  and  emphasizes  the  high  specificity  of  the  capture 
methodology. 
 
 
 
Figure 3. A) Specicity of the capture probe. The absorbance  is plotted against a dilution series of 
diverse targets and controls, positive control (), negative control (), 3’‐control () and 5’‐control 
(). Data are presented as mean ± SD. B) Dose‐response curve, the absorbance is plotted against a 
dilution series of the target. Data are presented as mean ± SD. 
 
 
Dose‐response curve. A direct relation between the concentration of the target and signal 
intensity was demonstrated (figure 3B). Negative, 3’‐ and 5’‐control probes generated no 
signal (data not shown), proving a specific interaction. The assay has a LLOD of 10 pmol∙l‐1. 
This  LLOD was  defined  as  the  average  of  the  blank  control  plus  3  times  the  standard 
deviation of the background noise. 
The dose‐response curve showed a specific interaction to the target sequence and indicates 
that, although a secondary hybridization step was introduced, the sensitivity or specificity 
of the assay is not influenced. 
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Conclusion 
 
In this study, we describe the development of a novel oﬄine high throughput method which 
is directly applicable to use for large scale screening of biosensor assay conditions. The assay 
uses alkanethiolated ssDNA molecules, which bind to the gold substrate surface through a 
specific  thiol‐gold  interaction  and  function  as  the  recognition  site  for  target  DNA.  The 
hybridization reaction was analyzed by utilizing an enzymatic read‐out system. The DNA–
DNA  interactions  measured  were  highly  specific  and  sensitive,  since  only  full 
complementary  nucleotide  sequences were  detected,  and  an  LLOD  of  10  pmol∙l‐1 was 
demonstrated. This low cost oﬄine high throughput method has proven to be flexible and 
is expected to improve and accelerate biosensor development. 
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Conclusion 
 
In this study, we describe the development of a novel oﬄine high throughput method which 
is directly applicable to use for large scale screening of biosensor assay conditions. The assay 
uses alkanethiolated ssDNA molecules, which bind to the gold substrate surface through a 
specific  thiol‐gold  interaction  and  function  as  the  recognition  site  for  target  DNA.  The 
hybridization reaction was analyzed by utilizing an enzymatic read‐out system. The DNA–
DNA  interactions  measured  were  highly  specific  and  sensitive,  since  only  full 
complementary  nucleotide  sequences were  detected,  and  an  LLOD  of  10  pmol∙l‐1 was 
demonstrated. This low cost oﬄine high throughput method has proven to be flexible and 
is expected to improve and accelerate biosensor development. 
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Abstract 
Implementation of point‐of‐care tests may facilitate the health management 
of infectious diseases by reducing the timeframe on pathogen identification 
and  host  response measurements,  allowing  for  immediate  diagnosis  and 
guided clinical intervention. In this feasibility study, a novel totally integrated 
and  fully  automated  real‐time  polymerase  chain  reaction  (PCR)  platform 
(Idylla™, Biocartis) was assessed to determine the mRNA expression levels of 
multiple genes from 1 mL of whole blood. To this purpose, a sample‐in result‐
out  assay,  including mRNA  extraction  and  RT‐qPCR‐based  detection, was 
ported  to  the  platform.  The  genes  used  (matrix  metallopeptidase  9, 
olfactomedin 4, NB1 glycoprotein and lipocalin 2) were previously identified 
as  predictive  for  severity  of  disease  caused  by  infection with  respiratory 
syncytial  virus  (RSV).  The  reproducibility  and  robustness  of  the  prototype 
assay was determined using the blood samples of 21 healthy donors. The data 
showed  that  the  Idylla™  platform  allows  for  a  fast  and  user‐friendly 
determination of  the  relative expression  levels of  the  four  selected mRNA 
markers.   
 
 
 
Introduction 
 
Infectious disease diagnostics changed profoundly over the past decades due to the rapid 
evolution  in  the application of molecular biological  techniques,  such as RT‐qPCR.  In  this 
paper, a new approach to infectious disease diagnosis is explored based on the host gene 
expression of four selected mRNA markers predicting infectious disease severity1‐4. 
The analysis of host gene profiles offers tremendous possibilities for the  identification of 
markers of disease severity and, eventually, to predict the course of disease5. Parallel to the 
increased interest in host gene expression is the demand for rapid point‐of‐care testing. 
We here assess the performance of a diagnostic platform (Idylla™, Biocartis) offering fully 
integrated nucleic acid isolation and multiplex RT‐qPCR‐based quantification. This sample‐
in result‐out platform does not require specific expertise or molecular biological skills and 
allows for a minimum number of handlings before starting the assay run. With its short turn‐
around time and fully contained design, it is perfectly suited for rapid and safe decentralised 
diagnostics  at  emergency  units,  clinical  departments  or,  ultimately,  the  general 
practitioner’s office. 
The main aim of this study was to develop a prototype assay on the Idylla™ platform starting 
from 1 mL of EDTA whole blood measuring  the  relative expression  levels of  four mRNA 
markers  specific  for  the  severity of  respiratory  syncytial  virus  (RSV)  infections  in whole 
blood. These markers are: matrix metallopeptidase 9  (MMP9), olfactomedin 4  (OLFM4), 
NB1 glycoprotein  (CD177) and  lipocalin 2  (LCN2). They were all significantly upregulated 
during disease and were verified using peripheral blood mononuclear cell samples collected 
in a large clinical study6. 
 
 
Materials and methods 
 
Sample  collection. Whole blood  samples were  collected  from healthy adults who were 
enrolled following informed consent. The cohort consisted of 21 subjects (52.4 % males), 
with an average age of 32.5 (20–44) years. Subjects who used any type of medication were 
excluded. The clinical information available to the study subjects included a description of 
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the  risks and benefits of participation and  safe handling and protection of all data. We 
communicated to all subjects that there was no obligation to participate and that declining 
to participate or leaving the study had no adverse consequences, and written consent was 
obtained. 
Whole blood samples were collected in EDTA vacutainer tubes (BD, USA). The samples were 
kept at room temperature and immediately transferred to the laboratory, where they were 
processed on the Idylla™ platform in the sequence of sampling. 
 
 
 
Figure 1. A) The diagnostic processing sequence for use of the  Idylla™ platform; from  left to right: 
EDTA vacutainer tubes are used for blood collection (1), 1 mL of whole blood is introduced into the 
lysis chamber of the disposable cartridge (2), the cartridge is inserted into the instrument to run the 
automatic mRNA  isolation  and  quantification  procedure  (3).  B)  Schematic  representation  of  the 
cartridge components, the prefilled reagents and the processing steps taking place in the cartridge, 
where the white arrows indicate the path of mRNA. 
 
 
Idylla™ platform. Idylla™ is a fully automated sample‐in result‐out molecular high‐precision 
diagnostic  system  consisting  of  one  or  more  stackable  instruments,  a  console  and  a 
disposable cartridge prefilled with all the necessary reagents for nucleic acid extraction and 
 
 
 
amplification and  that  is able  to produce polymerase chain  reaction  (PCR)‐based  results 
from a single sample in about 2 hours or less, depending on the complexity of the test, with 
a hands‐on time of about 2 minutes (figure 1a). After addition of the clinical material in the 
cartridge and loading the cartridge into an instrument slot, all process steps are carried out 
automatically. 
 
mRNA isolation and quantification in Idylla™. One mL of EDTA whole blood was added into 
the lysis chamber of a research prototype cartridge prefilled with extraction reagents. The 
primers  and  probes  from  the  respective  TaqMan  gene  expression  assays  (Applied 
Biosystems, USA) were pre‐spotted in each of the PCR wells (figure 1b). After the addition 
of 100 μL RT‐qPCR buffer to the mixing chamber, the cartridge was closed, added to a slot 
of the Idylla™ instrument and the automatic run was started, including the following steps. 
Firstly, 100  μL  (20 mg∙mL−1) proteinase K  (Macherey‐Nagel, Germany) was added  to  the 
blood sample and homogenized. Subsequently, 1 mL 3 M guanidinium‐based  lysis buffer 
(pH 7.3) was added to the mixture and, once again, homogenised by pumping the solution 
back and forth in the cartridge. Then, 1 mL 70 % ethanol was added to the lysate and, after 
mixing, the whole mixture was pumped over a silica membrane in the extraction chamber. 
Subsequently, the mixture and, once again, homogenised by pumping the solution back and 
forth in the cartridge. Then, 1 mL 70 % ethanol was added to the lysate and, after mixing, 
the  whole  mixture  was  pumped  over  a  silica  membrane  in  the  extraction  chamber. 
Subsequently,  the membrane was washed  by  pumping  in  300  μL wash  buffer  1  (RB2, 
Macherey‐Nagel, Germany), followed by three times 300 μL wash buffer 2 (RB3, Macherey‐
Nagel, Germany) over  the membrane. The residual ethanol was removed  from  the silica 
membrane by heating the membrane for 6 min. The nucleic acids were eluted in about 100 
μL 10 mM Tris‐HCl pH 7.3 and transported to the mixing chamber. After mixing the eluate 
with the RT‐PCR buffer (95.25 μL iTaq universal probes one‐step buffer and 4.75 μL iScript, 
both from Bio‐ Rad, USA), 25‐μL aliquots of the mixture were pumped into the PCR wells 
each  containing a primers and probe mixture of one of  the biomarkers MMP9, OLFM4, 
CD177, LCN2 and B2M. The TaqMan gene expression assays (Applied Biosystems, USA) were 
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Subsequently,  the membrane was washed  by  pumping  in  300  μL wash  buffer  1  (RB2, 
Macherey‐Nagel, Germany), followed by three times 300 μL wash buffer 2 (RB3, Macherey‐
Nagel, Germany) over  the membrane. The residual ethanol was removed  from  the silica 
membrane by heating the membrane for 6 min. The nucleic acids were eluted in about 100 
μL 10 mM Tris‐HCl pH 7.3 and transported to the mixing chamber. After mixing the eluate 
with the RT‐PCR buffer (95.25 μL iTaq universal probes one‐step buffer and 4.75 μL iScript, 
both from Bio‐ Rad, USA), 25‐μL aliquots of the mixture were pumped into the PCR wells 
each  containing a primers and probe mixture of one of  the biomarkers MMP9, OLFM4, 
CD177, LCN2 and B2M. The TaqMan gene expression assays (Applied Biosystems, USA) were 
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validated on RNA specificity before a selection was made for use in the Idylla™ cartridge. 
The  assays  MMP9  (Hs00234579_m1),  OLFM4  (Hs00197437_m1),  CD177  (Hs00360669 
_m1),  LCN2  (Hs01008571_m1)  and  B2M  (Hs00187842_m1) were  used  at  120%  of  the 
manufacturer’s  advised  concentration.  The  RT‐PCR  programme  consisted  of  an  initial 
incubation time of 10 minutes at 50 °C, followed by 2 minutes at 95 °C and 51 cycles of 10 
seconds at 95 °C and 20 seconds at 60 °C. The Cq‐values were determined for each individual 
RT‐qPCR reaction and, subsequently, the data were normalised by subtracting the Cq‐value 
of the housekeeping gene B2M, resulting in ΔCq‐values. 
 
Statistical analysis. To assess the normality of the results, the D’Agostino‐Pearson omnibus 
normality test was used. 
 
 
Results 
 
TaqMan gene expression assay validation. The mRNA specificity of the different TaqMan 
gene expression assays were assessed to exclude background signals from residual DNA, 
since the protocol does not include a DNase treatment (data not shown). This evaluation 
led to the selection of specific primers and probe sets to measure the expression of the 
housekeeping  gene B2M  and  the  target  genes  CD177,  LCN2, MMP9  and OLFM4  in our 
integrated assay on the Idylla™ platform. 
 
Biological variation. Whole blood of 19 healthy adults was analysed in duplicate and ΔCq‐
values  and  standard  deviations  (SDs) were  calculated  (figure  2).  The  ΔCq‐values  for  all 
targets are normally distributed (p>0.05), except for OLFM4 (p<0.01). 
 
Technical variation. Multiple whole blood samples of two healthy adults, respectively donor 
A (n = 13) and donor B (n =14), were analysed (figure 2). For each of the donors, one run did 
not generate any values, so these runs were excluded from further analysis. In three runs 
of both donors, OLFM4 was not detected. For these, a Cq‐value of 51 was used for further 
analysis. The ΔCq‐values were analysed on distribution, besides OLFM4 of donor B (p<0.05), 
 
 
 
with all values having a normal distribution (p>0.05). 
 
 
  
Figure 2. Normalised mRNA expression (mean ±SD) of the measured targets for donor A (A) (n=12), 
donor B (B) (n=13) and 19 donors (C) [CD177 (n=37), LCN2 (n=38), MMP9 (n=38) and OLFM4 (n=36)]. 
Below the graphs, the average ΔCq‐values and SDs are given. 
 
 
Discussion 
 
In  this  feasibility  study,  we  assessed  the  Idylla™  platform  for  host  gene  expression 
determination  in whole blood. To this end, a  fast all‐in‐one protocol was developed and 
optimised  on  this  platform  to  isolate mRNA  from  1 mL  of whole  blood,  followed  by  a 
cartridge‐compatible one‐step RNA specific RT‐PCR protocol  for  the  four mRNA markers 
(CD177, LCN2, MMP9 and OLFM4) and the housekeeping gene (B2M). 
This protocol was validated on whole blood samples from healthy  individuals. Firstly, the 
biological variability  for  the  four markers was determined using blood  samples  from 19 
individuals. On average, MMP9 showed the highest expression levels, with a ΔCq‐value of 
5.83,  followed by LCN2 and CD117, with average values of 8.50 and 12.37,  respectively. 
With  an  average  ΔCq‐value  of  15.56,  OLFM4  showed  the  lowest  expression,  which 
implicates an almost 50,000‐fold lower expression than B2M in blood of healthy individuals. 
This  low expression  is most  likely the reason why OLFM4 was missed  in about 5% of the 
runs. The SDs for CD117 and OLFM4 are particularly high (2.16 and 1.68, respectively) as 
compared to LCN2 and MMP9 (1.01 and 0.4 respectively). For CD177, this most probably 
reflects the natural biological variation among  individuals. In the case of OLFM4, this can 
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validated on RNA specificity before a selection was made for use in the Idylla™ cartridge. 
The  assays  MMP9  (Hs00234579_m1),  OLFM4  (Hs00197437_m1),  CD177  (Hs00360669 
_m1),  LCN2  (Hs01008571_m1)  and  B2M  (Hs00187842_m1) were  used  at  120%  of  the 
manufacturer’s  advised  concentration.  The  RT‐PCR  programme  consisted  of  an  initial 
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Technical variation. Multiple whole blood samples of two healthy adults, respectively donor 
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of both donors, OLFM4 was not detected. For these, a Cq‐value of 51 was used for further 
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with all values having a normal distribution (p>0.05). 
 
 
  
Figure 2. Normalised mRNA expression (mean ±SD) of the measured targets for donor A (A) (n=12), 
donor B (B) (n=13) and 19 donors (C) [CD177 (n=37), LCN2 (n=38), MMP9 (n=38) and OLFM4 (n=36)]. 
Below the graphs, the average ΔCq‐values and SDs are given. 
 
 
Discussion 
 
In  this  feasibility  study,  we  assessed  the  Idylla™  platform  for  host  gene  expression 
determination  in whole blood. To this end, a  fast all‐in‐one protocol was developed and 
optimised  on  this  platform  to  isolate mRNA  from  1 mL  of whole  blood,  followed  by  a 
cartridge‐compatible one‐step RNA specific RT‐PCR protocol  for  the  four mRNA markers 
(CD177, LCN2, MMP9 and OLFM4) and the housekeeping gene (B2M). 
This protocol was validated on whole blood samples from healthy  individuals. Firstly, the 
biological variability  for  the  four markers was determined using blood  samples  from 19 
individuals. On average, MMP9 showed the highest expression levels, with a ΔCq‐value of 
5.83,  followed by LCN2 and CD117, with average values of 8.50 and 12.37,  respectively. 
With  an  average  ΔCq‐value  of  15.56,  OLFM4  showed  the  lowest  expression,  which 
implicates an almost 50,000‐fold lower expression than B2M in blood of healthy individuals. 
This  low expression  is most  likely the reason why OLFM4 was missed  in about 5% of the 
runs. The SDs for CD117 and OLFM4 are particularly high (2.16 and 1.68, respectively) as 
compared to LCN2 and MMP9 (1.01 and 0.4 respectively). For CD177, this most probably 
reflects the natural biological variation among  individuals. In the case of OLFM4, this can 
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also be attributed to the fact that its expression levels are close to the detection limit of the 
system. 
Secondly, the technical variability was determined using multiple expression measurements 
of two donors (A and B). For both donors, the SDs obtained for CD177, LCN2 and MMP9 
(between 0.35 and 0.69) were considerably lower than those obtained for the 19 samples 
of different individuals. This indicates that the technical variation is less than the biological 
variation among individuals. The opposite was observed for OLFM4, but this is due to the 
fact  that,  for each donor,  this marker was missed  three  times,  resulting  in  substantially 
increased SDs, because of these outliers. 
In conclusion, the data demonstrate that the Idylla™ platform is a fast and highly convenient 
system able  to measure simultaneously  the  relative expression  levels of different mRNA 
markers directly in 1 mL of EDTA whole blood. In this study, only four markers have been 
used, but the multiplexing capability of Idylla™ has the potential to detect up to 30 markers 
simultaneously. The sensitivity of the assay needs to be further improved in order to also 
reliably measure low abundant mRNAs (such as OLFM4). Furthermore, to demonstrate the 
real clinical value of the assay, additional studies are needed using larger cohorts, including 
blood samples from diseased individuals.   
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Lower  respiratory  tract  infections  (LRTIs) are a major  cause of  childhood morbidity and 
mortality, especially  in  the  third world countries.  It  is a challenging  task  for clinicians  to 
diagnose the cause of LRTIs and to distinguish viral from bacterial infections1‐3. An incorrect 
diagnosis may result in inadequate or inappropriate treatment. Therefore, identification of 
the causative agent and its disease characteristics is pivotal. A rapid and accurate diagnosis 
will  help  to  initiate  appropriate  treatment  and  decrease  the  recovery  time.  This  will 
contribute to a reduction  in the overall use of antibiotics thereby besieging antimicrobial 
resistance, which is one of the greatest challenges to global public health.4 
 
The overall aim of this thesis is to investigate novel tools to improve the diagnosis of viral 
LRTIs,  complying with  the need  for an enhanced quality of  care and a  lower burden of 
disease. Novel  diagnostic  tools may  contribute  to  guide  the  choice  of  therapy  thereby 
avoiding empirical treatment with antibiotics. Furthermore, point of care diagnostic tests 
may  also  significantly  aid  to  avoid  spread  of  infectious  diseases,  since  effectiveness  of 
outbreak responses is dependent on the time to diagnosis. 
 
This thesis presents new diagnostic methods and approaches for viral LRTIs, in particular for 
children  with  bronchiolitis.  The  most  common  cause  of  bronchiolitis  in  children  is 
respiratory syncytial virus (RSV). RSV can cause severe  infection‐related disease  in young 
children5,6, especially during winter epidemics7,8. Up to 35% of the children hospitalized with 
bronchiolitis  do  not  receive  supportive  interventions  and  are  therefore  categorized  as 
mildly  infected9. Among children that are discharged from the hospital, 4.6–6.8% require 
hospitalization  later on during  infection10,11.  It  is crucial  to avoid premature discharge of 
those children who are potentially at risk to develop severe disease, but also to prevent 
hospital admission of children who are not at risk in order to prevent nosocomial infections. 
 
In the first part of this thesis, From clinic to laboratory, we describe a novel approach to find 
new diagnostic targets to improve the diagnosis and treatment of viral LRTIs. Since invasive 
sampling of young children can be stressful and is sometimes even impossible, we focus on 
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may  also  significantly  aid  to  avoid  spread  of  infectious  diseases,  since  effectiveness  of 
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children  with  bronchiolitis.  The  most  common  cause  of  bronchiolitis  in  children  is 
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children5,6, especially during winter epidemics7,8. Up to 35% of the children hospitalized with 
bronchiolitis  do  not  receive  supportive  interventions  and  are  therefore  categorized  as 
mildly  infected9. Among children that are discharged from the hospital, 4.6–6.8% require 
hospitalization  later on during  infection10,11.  It  is crucial  to avoid premature discharge of 
those children who are potentially at risk to develop severe disease, but also to prevent 
hospital admission of children who are not at risk in order to prevent nosocomial infections. 
 
In the first part of this thesis, From clinic to laboratory, we describe a novel approach to find 
new diagnostic targets to improve the diagnosis and treatment of viral LRTIs. Since invasive 
sampling of young children can be stressful and is sometimes even impossible, we focus on 
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the detection of biomarkers in non‐invasive samples taken from the nasopharynx of young 
children. The nasopharyngeal cavity  is  routinely sampled when viral LRTIs are suspected 
because  of  its  easy  accessibility.  Analysis  of  nasopharyngeal  host  gene  expression  to 
diagnose RSV infections has previously not been explored and will allow to predict severity 
of disease. This may in the future be of great value for clinicians since it allows them to guide 
their decision whether or not a child needs to be hospitalized. 
 
In Chapter Two we describe data from a study on host gene expression in nasopharyngeal 
specimens to assess severity of disease by RSV. The nasopharyngeal epithelium is the site 
of primary infection by RSV before the virus ‐occasionally‐ descends to the lower respiratory 
tract to cause severe disease. RSV infects host cells and utilizes their machinery to replicate. 
Therefore,  information  about  the  pattern  of  in  host  gene  expression  may  provide 
information on the pathogenesis of infection. In addition, disease severity is dependent on 
the  host  response  against  RSV.  The  host  gene  expression  and  its  changes  over  time 
potentially provide information about the course of disease. 
 
We analysed the host gene expression in nasopharyngeal aspirates (NPAs) by microarray. 
Using  these  data, we  clearly  distinguish  different  classes  of  RSV  disease  severity.  This 
resulted  in the selection of five markers which correlate with the  level of severity. These 
diagnostic markers were  subsequently  validated by RT‐qPCR  in  an  independent  cohort. 
After validation, four out of five markers were specifically correlated with disease severity 
of  RSV.  The  differential  expression  of  tetraspanin  8  (TSPAN8), mucin  13  (MUC13),  β‐
microseminoprotein (MSP) and chemokine ligand 7 (CCL7) confirms infection and allowed 
us to discriminate between severity of disease in RSV infected infants. This study showed 
that nasopharyngeal samples, which are used to diagnose the viral cause of infection, can 
also be applied to measure host gene expression markers. To our knowledge, this is the first 
study in which nasopharyngeal host gene expression was studied in the context of infection. 
However, while this study delivered valuable insights, its retrospective design limited firm 
conclusions on the prognostic value of these markers. Therefore, a future follow‐up study 
 
 
 
will be required to validate our findings. This study needs to  include a  large collection of 
nasopharyngeal samples from children with signs of respiratory tract infections, preferably 
from primary healthcare  settings. Expression of  these markers  should be measured  in a 
blind manner, in parallel with the standard pathogen‐based diagnostic tools. Subsequently, 
the course of disease need to be followed to correlate clinical findings with the expression 
of the markers to assess the prognostic value. 
 
Microorganisms  that  reside  in  the  upper  respiratory  tract  also  have  an  impact  on  the 
immunological  responses  and  outcome  of  disease12‐14.  This  regards  not  only  specific 
microbial  presence  and  density,  but  also  the  overall  microbiome  composition.  The 
respiratory microbiome  composition  is  clearly  associated  with  the  outcome  of  certain 
infectious  diseases15‐17.  These  observations  point  to  the  potential  relevance  of  the 
nasopharyngeal  microbiome  as  diagnostic  target  and  as  a  predictor  of  the  course  of 
respiratory  tract  infections. However,  the current standard  for microbiome analysis  (16S 
rRNA  gene  amplicon  sequencing)  is  time  consuming  and  labour  intensive,  whereas 
bioinformatic analysis of the data requires substantial expertise. These aspects make 16S 
rRNA gene amplicon sequencing not suitable as a diagnostic tool. 
 
In Chapter Three, we present a  less demanding and more  rapid approach  to assess  the 
nasopharyngeal  microbiome.  A  polymerase  chain  reaction‐based  measurement  of  a 
variable region in the 16S gene corresponding with the Gram‐stain properties of bacteria 
was  used  to  monitor  the  dynamics  and  composition  of  bacterial  communities  in  the 
nasopharyngeal cavity. 
 
The  results of  this  study  show  that  this  approach  allows  to detect  changes  in bacterial 
communities in the nasopharynx by monitoring the Gram‐negative and Gram‐positive ratio. 
We validated this approach on nasopharyngeal aspirate samples from two clinical studies: 
a Streptococcus pneumoniae carriage study and an experimental human Rhinovirus (HRV) 
infection model18. Differences in the observed bacterial community dynamics allowed us to 
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tract to cause severe disease. RSV infects host cells and utilizes their machinery to replicate. 
Therefore,  information  about  the  pattern  of  in  host  gene  expression  may  provide 
information on the pathogenesis of infection. In addition, disease severity is dependent on 
the  host  response  against  RSV.  The  host  gene  expression  and  its  changes  over  time 
potentially provide information about the course of disease. 
 
We analysed the host gene expression in nasopharyngeal aspirates (NPAs) by microarray. 
Using  these  data, we  clearly  distinguish  different  classes  of  RSV  disease  severity.  This 
resulted  in the selection of five markers which correlate with the  level of severity. These 
diagnostic markers were  subsequently  validated by RT‐qPCR  in  an  independent  cohort. 
After validation, four out of five markers were specifically correlated with disease severity 
of  RSV.  The  differential  expression  of  tetraspanin  8  (TSPAN8), mucin  13  (MUC13),  β‐
microseminoprotein (MSP) and chemokine ligand 7 (CCL7) confirms infection and allowed 
us to discriminate between severity of disease in RSV infected infants. This study showed 
that nasopharyngeal samples, which are used to diagnose the viral cause of infection, can 
also be applied to measure host gene expression markers. To our knowledge, this is the first 
study in which nasopharyngeal host gene expression was studied in the context of infection. 
However, while this study delivered valuable insights, its retrospective design limited firm 
conclusions on the prognostic value of these markers. Therefore, a future follow‐up study 
 
 
 
will be required to validate our findings. This study needs to  include a  large collection of 
nasopharyngeal samples from children with signs of respiratory tract infections, preferably 
from primary healthcare  settings. Expression of  these markers  should be measured  in a 
blind manner, in parallel with the standard pathogen‐based diagnostic tools. Subsequently, 
the course of disease need to be followed to correlate clinical findings with the expression 
of the markers to assess the prognostic value. 
 
Microorganisms  that  reside  in  the  upper  respiratory  tract  also  have  an  impact  on  the 
immunological  responses  and  outcome  of  disease12‐14.  This  regards  not  only  specific 
microbial  presence  and  density,  but  also  the  overall  microbiome  composition.  The 
respiratory microbiome  composition  is  clearly  associated  with  the  outcome  of  certain 
infectious  diseases15‐17.  These  observations  point  to  the  potential  relevance  of  the 
nasopharyngeal  microbiome  as  diagnostic  target  and  as  a  predictor  of  the  course  of 
respiratory  tract  infections. However,  the current standard  for microbiome analysis  (16S 
rRNA  gene  amplicon  sequencing)  is  time  consuming  and  labour  intensive,  whereas 
bioinformatic analysis of the data requires substantial expertise. These aspects make 16S 
rRNA gene amplicon sequencing not suitable as a diagnostic tool. 
 
In Chapter Three, we present a  less demanding and more  rapid approach  to assess  the 
nasopharyngeal  microbiome.  A  polymerase  chain  reaction‐based  measurement  of  a 
variable region in the 16S gene corresponding with the Gram‐stain properties of bacteria 
was  used  to  monitor  the  dynamics  and  composition  of  bacterial  communities  in  the 
nasopharyngeal cavity. 
 
The  results of  this  study  show  that  this  approach  allows  to detect  changes  in bacterial 
communities in the nasopharynx by monitoring the Gram‐negative and Gram‐positive ratio. 
We validated this approach on nasopharyngeal aspirate samples from two clinical studies: 
a Streptococcus pneumoniae carriage study and an experimental human Rhinovirus (HRV) 
infection model18. Differences in the observed bacterial community dynamics allowed us to 
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clearly  distinguish  viral  infection  from  bacterial  colonization.  Colonization  with  S. 
pneumoniae led to a shift in the Gram‐ratio, whereas infection with HRV caused a significant 
increase  in  variance.  These  observations were  in  agreement with  previously  published 
literature18‐20. 
 
Gram‐based  monitoring  of  the  shifts  and  dynamics  of  bacterial  communities  in  the 
nasopharyngeal  microbiome  may  contribute  to  a  better  insight  in  the  immunological 
mechanisms  activated  by  components  from  Gram‐positive  and  Gram‐negative  bacteria 
during respiratory tract infection21,22. In the future, this may be of diagnostic value. 
 
In Chapters Two and Three, we present novel approaches to improve the prediction on the 
course of viral LRTIs. Results of the nasopharyngeal host gene expression and the 16S‐based 
PCR  analysis  of  bacterial  communities  in  the  nasopharyngeal microbiome  display  great 
potential to improve the diagnosis and treatment of viral LRTIs. By utilising nasopharyngeal 
materials  (swab  or NPA), we  can minimize  the  burden  of  sampling  and  simultaneously 
increase the informative value of this patient material. This will increase the clinical value 
of non‐invasive nasopharyngeal  samples, which  in  current diagnostic  tests of  infectious 
diseases are mainly utilised for the detection of causative agents. 
 
Implementation  of  both  approaches  does  not  require  significant  changes  in  current 
protocols  or  diagnostic  infrastructure  since  these  tests  utilise  routinely  taken 
nasopharyngeal  specimens  and  the  widely‐implemented  RT‐qPCR  laboratory  method. 
However, this well‐established RT‐qPCR method is up to now to a large degree performed 
in centralised and specialised diagnostic laboratories. Hence, it lacks the capacity to provide 
results timely, which is pivotal for adequate care. Therefore, it is crucial to accompany these 
relevant  targets with appropriate diagnostic methods, which provide  the  required assay 
properties. 
 
   
 
 
 
In the second part of this thesis, From laboratory to clinic, we focus on the assessment and 
development of different nucleic acid‐based methods  in viral diagnostic  techniques. The 
ideal diagnostic test should be fast, accurate and easy to use, irrespective of viral targets or 
assay requirements. To reduce the time until diagnosis these tests need to be decentralised. 
This requires easy handling and interpretation of the test. Examples of such decentralised 
diagnostic tools are the Point‐of‐Care tests (POCTs) and the sample‐in result‐out platforms 
(SIROs),  for which nucleic acids can be utilized  in different  forms,  from target to binding 
molecules. 
 
Currently,  the  best‐established  method  for  POCTs  is  the  antibody‐based 
immunochromatographic  lateral  flow.  However,  this  fast,  specific  and  rapid  detection 
method,  has  poor  and  variable  sensitivity,  mainly  because  of  the  use  of  antibodies. 
Antibodies  are  produced  in  vivo  (polyclonal)  or  ex  vivo  (monoclonal)  which  results  in 
biological variability.23 Chemically synthesized binding molecules, such as oligonucleotides, 
can provide a more stable and constant quality of binding thus improving the detection of 
target  molecules.  Aptamers  form  an  example  of  such  chemically  synthesized  binding 
molecules.  These  oligonucleotide‐  or  peptide‐based  capture  molecules  form  three‐
dimensional structures which can bind highly diverse targets24. 
 
In Chapter Four, we review the development of aptamer‐based assays for viral diagnostic 
tests. Due to the controlled selection environment, properties such as binding affinity and 
specificity can be well controlled and reproducibility of these qualities can be achieved. In 
addition, since aptamers are generally very stable and easily modifiable,  they have  ideal 
characteristics  for  binding  molecules.  In  comparison  with  traditional  antibody‐based 
detection tests, aptamers provide faster adaptation to continuously evolving virus strains 
and higher discriminating capacity between specific virus serotypes. 
Since the discovery of aptamers, expectations for clinical applications were high. However, 
despite  the  fact  that  a whole  range  of  virus‐specific  aptamers  against  broad  spectrum 
pathogenic viruses was developed, the use of aptamers in the diagnostic practice is still rare. 
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increase  in  variance.  These  observations were  in  agreement with  previously  published 
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Gram‐based  monitoring  of  the  shifts  and  dynamics  of  bacterial  communities  in  the 
nasopharyngeal  microbiome  may  contribute  to  a  better  insight  in  the  immunological 
mechanisms  activated  by  components  from  Gram‐positive  and  Gram‐negative  bacteria 
during respiratory tract infection21,22. In the future, this may be of diagnostic value. 
 
In Chapters Two and Three, we present novel approaches to improve the prediction on the 
course of viral LRTIs. Results of the nasopharyngeal host gene expression and the 16S‐based 
PCR  analysis  of  bacterial  communities  in  the  nasopharyngeal microbiome  display  great 
potential to improve the diagnosis and treatment of viral LRTIs. By utilising nasopharyngeal 
materials  (swab  or NPA), we  can minimize  the  burden  of  sampling  and  simultaneously 
increase the informative value of this patient material. This will increase the clinical value 
of non‐invasive nasopharyngeal  samples, which  in  current diagnostic  tests of  infectious 
diseases are mainly utilised for the detection of causative agents. 
 
Implementation  of  both  approaches  does  not  require  significant  changes  in  current 
protocols  or  diagnostic  infrastructure  since  these  tests  utilise  routinely  taken 
nasopharyngeal  specimens  and  the  widely‐implemented  RT‐qPCR  laboratory  method. 
However, this well‐established RT‐qPCR method is up to now to a large degree performed 
in centralised and specialised diagnostic laboratories. Hence, it lacks the capacity to provide 
results timely, which is pivotal for adequate care. Therefore, it is crucial to accompany these 
relevant  targets with appropriate diagnostic methods, which provide  the  required assay 
properties. 
 
   
 
 
 
In the second part of this thesis, From laboratory to clinic, we focus on the assessment and 
development of different nucleic acid‐based methods  in viral diagnostic  techniques. The 
ideal diagnostic test should be fast, accurate and easy to use, irrespective of viral targets or 
assay requirements. To reduce the time until diagnosis these tests need to be decentralised. 
This requires easy handling and interpretation of the test. Examples of such decentralised 
diagnostic tools are the Point‐of‐Care tests (POCTs) and the sample‐in result‐out platforms 
(SIROs),  for which nucleic acids can be utilized  in different  forms,  from target to binding 
molecules. 
 
Currently,  the  best‐established  method  for  POCTs  is  the  antibody‐based 
immunochromatographic  lateral  flow.  However,  this  fast,  specific  and  rapid  detection 
method,  has  poor  and  variable  sensitivity,  mainly  because  of  the  use  of  antibodies. 
Antibodies  are  produced  in  vivo  (polyclonal)  or  ex  vivo  (monoclonal)  which  results  in 
biological variability.23 Chemically synthesized binding molecules, such as oligonucleotides, 
can provide a more stable and constant quality of binding thus improving the detection of 
target  molecules.  Aptamers  form  an  example  of  such  chemically  synthesized  binding 
molecules.  These  oligonucleotide‐  or  peptide‐based  capture  molecules  form  three‐
dimensional structures which can bind highly diverse targets24. 
 
In Chapter Four, we review the development of aptamer‐based assays for viral diagnostic 
tests. Due to the controlled selection environment, properties such as binding affinity and 
specificity can be well controlled and reproducibility of these qualities can be achieved. In 
addition, since aptamers are generally very stable and easily modifiable,  they have  ideal 
characteristics  for  binding  molecules.  In  comparison  with  traditional  antibody‐based 
detection tests, aptamers provide faster adaptation to continuously evolving virus strains 
and higher discriminating capacity between specific virus serotypes. 
Since the discovery of aptamers, expectations for clinical applications were high. However, 
despite  the  fact  that  a whole  range  of  virus‐specific  aptamers  against  broad  spectrum 
pathogenic viruses was developed, the use of aptamers in the diagnostic practice is still rare. 
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Recently,  the  first promising aptamer‐based assays were  introduced  in  the  field of viral 
diagnostics25. 
To develop diagnostic assays, such as aptasensors, it is important to start at a clinic‐based 
diagnostic  need  from  which  assay  requirements  can  be  clearly  defined.  Despite  the 
seemingly unlimited possibilities, the ultimate goal is to create an accurate, fast, affordable 
and easy‐to‐use detection system suitable for decentralised diagnostic use. To achieve this 
goal, we here present a concise and  structural approach,  the  so‐called design‐build‐test 
iterative process of diagnostic tests. (figure 1) 
 
 
 
Figure 1. The design‐build‐test iterative process of diagnostic tests. 
 
 
In Chapter Five, we present an offline pre‐screening method for optimization of analytical 
parameters, especially  for phase  five of  the  iterative process during assay development 
(figure  1).  It  contains  a  high  throughput  nucleic  acid  sandwich  hybridization  assay, 
developed  on  gold  substrate. Gold was  chosen  as  a  substrate  for  its  direct  translation 
potential to capacitive biosensor platforms. The assay makes use of alkanethiolated single 
stranded  DNA  (ssDNA) molecules, which  bind  to  the  gold  substrate  surface  through  a 
 
 
 
specific thiol‐gold interaction and functions as recognition site for target DNA. As a model 
target we used a synthetic ssDNA homologous to the genomic sequence of RSV26. 
The assay is performed in a multiple well‐plate system which allows to test a large variety 
of assay conditions in parallel. Detection of DNA‐DNA interactions was highly specific, since 
only  full  complementary nucleotide  sequences were detected, while maintaining a high 
sensitivity, an LLOD of 10 pmol∙l‐1. In addition, this assay was shown to be very stable. 
 
The overall assay characteristics of this low cost offline high throughput method display the 
advantages of such offline pre‐screening method for optimization of analytical parameters, 
particularly when  it concerns  low  throughput and complex  transducer methods, such as 
capacitive  biosensors.  This  enables  improvement  and  acceleration  of  biosensor 
development, especially regarding probe specificity and selectivity. 
After  developing  the  fundamentals  of  a  diagnostic  test,  the  iterative  design‐build‐test 
process arrives at development phase six, the validation phase (figure 1). During this phase, 
the assay is tested in a clinical setting for in depth analyses of assay performance. 
 
The gene expression in whole blood assay on a SIRO described in Chapter Six is an example 
of a diagnostic test in phase six. SIROs display great advantages over current POCTs. These 
platforms use another approach to circumvent the limitations of decentralised testing, by 
transforming  complex  assays  currently  performed  in  centralised  laboratories  into  a 
miniaturized and user friendly version which can be handled on location without in depth 
knowledge. 
 
In collaboration with Biocartis, we developed a multiplex RT‐qPCR‐based assay with fully 
integrated sample preparation to quantify five mRNA targets simultaneously. Starting from 
1 millilitre  of  whole  blood, we measured  the  relative  expression  levels  of  established 
severity markers (MMP9, OLFM4, CD177 and LCN2) for RSV infections. To validate the assay, 
we determined the biological and technical variation. For this purpose, we collected whole 
blood  samples  from  healthy  adults. We  observed  a  high  variation  in  the  overall  gene 
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Recently,  the  first promising aptamer‐based assays were  introduced  in  the  field of viral 
diagnostics25. 
To develop diagnostic assays, such as aptasensors, it is important to start at a clinic‐based 
diagnostic  need  from  which  assay  requirements  can  be  clearly  defined.  Despite  the 
seemingly unlimited possibilities, the ultimate goal is to create an accurate, fast, affordable 
and easy‐to‐use detection system suitable for decentralised diagnostic use. To achieve this 
goal, we here present a concise and  structural approach,  the  so‐called design‐build‐test 
iterative process of diagnostic tests. (figure 1) 
 
 
 
Figure 1. The design‐build‐test iterative process of diagnostic tests. 
 
 
In Chapter Five, we present an offline pre‐screening method for optimization of analytical 
parameters, especially  for phase  five of  the  iterative process during assay development 
(figure  1).  It  contains  a  high  throughput  nucleic  acid  sandwich  hybridization  assay, 
developed  on  gold  substrate. Gold was  chosen  as  a  substrate  for  its  direct  translation 
potential to capacitive biosensor platforms. The assay makes use of alkanethiolated single 
stranded  DNA  (ssDNA) molecules, which  bind  to  the  gold  substrate  surface  through  a 
 
 
 
specific thiol‐gold interaction and functions as recognition site for target DNA. As a model 
target we used a synthetic ssDNA homologous to the genomic sequence of RSV26. 
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advantages of such offline pre‐screening method for optimization of analytical parameters, 
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process arrives at development phase six, the validation phase (figure 1). During this phase, 
the assay is tested in a clinical setting for in depth analyses of assay performance. 
 
The gene expression in whole blood assay on a SIRO described in Chapter Six is an example 
of a diagnostic test in phase six. SIROs display great advantages over current POCTs. These 
platforms use another approach to circumvent the limitations of decentralised testing, by 
transforming  complex  assays  currently  performed  in  centralised  laboratories  into  a 
miniaturized and user friendly version which can be handled on location without in depth 
knowledge. 
 
In collaboration with Biocartis, we developed a multiplex RT‐qPCR‐based assay with fully 
integrated sample preparation to quantify five mRNA targets simultaneously. Starting from 
1 millilitre  of  whole  blood, we measured  the  relative  expression  levels  of  established 
severity markers (MMP9, OLFM4, CD177 and LCN2) for RSV infections. To validate the assay, 
we determined the biological and technical variation. For this purpose, we collected whole 
blood  samples  from  healthy  adults. We  observed  a  high  variation  in  the  overall  gene 
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expression. However, the biological variation was higher than the technical variation and 
three of the four markers could be measured in all patients. We conclude that even though 
the  sensitivity  of  this  assay may  require  further  improvement  to  reliably measure  low 
abundant  mRNAs,  the  IdyllaTM  platform  allows  for  fast,  user‐friendly  and  multiplex 
determination  of  the  relative  gene  expression  levels  with  minimal  hands‐on  time. 
Accordingly,  this assay  is perfectly  suited  for decentralised diagnostic use at emergency 
units, clinical departments or at the general practitioner’s office. In addition, based on these 
results  with  a  complex  matrix  (whole  blood)  we  assume  that  similar  assays  can  be 
performed on other clinical matrices. 
 
It is essential to continuously assess assay requirements and performance to achieve novel 
diagnostic tools which comply with the clinical demands. This theme is central throughout 
the second part of this thesis, From laboratory to clinic, and essential for the development 
of new diagnostic methods. The search for new markers, as described in the first part of this 
thesis, From clinic to laboratory, is part of this iterative process and should always be based 
on  a  diagnostic  need.  This  emphasizes  the  importance  of mutual  interactions  between 
laboratory experts and clinicians  for the  improvement of patient care. This  is specifically 
important  for  severe  LRTIs,  which  predominantly  occur  in  young  children,  immuno‐
compromised  individuals  and  the  elderly.  In  this  thesis, we  focus  on  children with  RSV 
bronchiolitis. Since RSV  is  the cause of 50‐80% of all LRTIs  in paediatric outpatients,  the 
development of new diagnostic tools may potentially have a strong  impact on paediatric 
care. 
 
The diagnosis of bronchiolitis is classically based on clinical symptoms. However, these do 
not allow the physician to distinguish bacterial from viral infections. Therefore, laboratory 
testing is required to establish a reliable diagnosis. Non‐invasive specimens from children, 
such as nasopharyngeal washes or swabs, do provide good diagnostic information on viral 
infections,  but  lack  sensitivity  and  specificity  to  optimally  diagnose  bacterial  (super) 
infections. Routine acquisition of  invasive samples  is difficult  in children27. Therefore, the 
 
 
 
majority of children with LRTI is empirically treated with antibiotics. To reduce the potential 
misuse of antibiotics, the diagnosis suffices with  identification of the pathogen type, e.g. 
bacteria or  virus. Bedside  testing  could provide a direct  solution, as  centralised  testing, 
especially when in batches, will increase the time to diagnosis. 
 
POCTs for RSV are already implemented in the clinic. An example is the BINAX Now test28. 
The current antibody‐based immunographic assays sometimes lack sensitivity compared to 
the  centrally  performed  RT‐qPCR  tests.  The  sole  purpose  of  these  tests  is  pathogen 
detection, while in case of RSV the host response upon infection is also a major determinant 
of the clinical outcome. Therefore, to truly improve the quality of care for this patient group 
diagnostic tests need to be reinvented. 
 
Treatment of viral bronchiolitis  is mostly symptomatic. Only patients with severe disease 
receive tube feeding and sometimes even mechanical ventilation. It is not yet possible to 
predict which patients will develop severe disease. An accurate prediction would be of great 
importance, since it would allow reduction of hospitalization and more accurate and timely 
institution of therapy. We have, in our studies, discovered severity markers, which allow to 
predict the course of RSV disease and we have presented a novel approach to monitor the 
dynamics of Gram‐positive and Gram‐negative bacterial communities. A great advantage of 
both new approaches is utilisation of the RT‐qPCR method for detection and quantification 
of these markers allowing direct implementation. Most importantly this was done on nasal 
lavages, obtained by a non‐invasive and widely applicable method. Currently, whole blood 
markers which correlate with RSV infection or disease severity are increasingly detected29‐
32. However, drawing blood from infants has restrictions in volume and frequency and can 
be stressful. This limits the implementation of these markers in clinical practice. 
At this point, the first part of this thesis, From clinic to laboratory, seamlessly connects to 
the  second  part,  From  laboratory  to  clinic,  in which we  assessed  different methods  to 
facilitate the diagnostic needs. Every diagnostic tool, no matter how ideal the approach may 
seem,  requires  an  adequate method  of  detection.  In  the  second  part, we  particularly 
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results  with  a  complex  matrix  (whole  blood)  we  assume  that  similar  assays  can  be 
performed on other clinical matrices. 
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diagnostic tools which comply with the clinical demands. This theme is central throughout 
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of new diagnostic methods. The search for new markers, as described in the first part of this 
thesis, From clinic to laboratory, is part of this iterative process and should always be based 
on  a  diagnostic  need.  This  emphasizes  the  importance  of mutual  interactions  between 
laboratory experts and clinicians  for the  improvement of patient care. This  is specifically 
important  for  severe  LRTIs,  which  predominantly  occur  in  young  children,  immuno‐
compromised  individuals  and  the  elderly.  In  this  thesis, we  focus  on  children with  RSV 
bronchiolitis. Since RSV  is  the cause of 50‐80% of all LRTIs  in paediatric outpatients,  the 
development of new diagnostic tools may potentially have a strong  impact on paediatric 
care. 
 
The diagnosis of bronchiolitis is classically based on clinical symptoms. However, these do 
not allow the physician to distinguish bacterial from viral infections. Therefore, laboratory 
testing is required to establish a reliable diagnosis. Non‐invasive specimens from children, 
such as nasopharyngeal washes or swabs, do provide good diagnostic information on viral 
infections,  but  lack  sensitivity  and  specificity  to  optimally  diagnose  bacterial  (super) 
infections. Routine acquisition of  invasive samples  is difficult  in children27. Therefore, the 
 
 
 
majority of children with LRTI is empirically treated with antibiotics. To reduce the potential 
misuse of antibiotics, the diagnosis suffices with  identification of the pathogen type, e.g. 
bacteria or  virus. Bedside  testing  could provide a direct  solution, as  centralised  testing, 
especially when in batches, will increase the time to diagnosis. 
 
POCTs for RSV are already implemented in the clinic. An example is the BINAX Now test28. 
The current antibody‐based immunographic assays sometimes lack sensitivity compared to 
the  centrally  performed  RT‐qPCR  tests.  The  sole  purpose  of  these  tests  is  pathogen 
detection, while in case of RSV the host response upon infection is also a major determinant 
of the clinical outcome. Therefore, to truly improve the quality of care for this patient group 
diagnostic tests need to be reinvented. 
 
Treatment of viral bronchiolitis  is mostly symptomatic. Only patients with severe disease 
receive tube feeding and sometimes even mechanical ventilation. It is not yet possible to 
predict which patients will develop severe disease. An accurate prediction would be of great 
importance, since it would allow reduction of hospitalization and more accurate and timely 
institution of therapy. We have, in our studies, discovered severity markers, which allow to 
predict the course of RSV disease and we have presented a novel approach to monitor the 
dynamics of Gram‐positive and Gram‐negative bacterial communities. A great advantage of 
both new approaches is utilisation of the RT‐qPCR method for detection and quantification 
of these markers allowing direct implementation. Most importantly this was done on nasal 
lavages, obtained by a non‐invasive and widely applicable method. Currently, whole blood 
markers which correlate with RSV infection or disease severity are increasingly detected29‐
32. However, drawing blood from infants has restrictions in volume and frequency and can 
be stressful. This limits the implementation of these markers in clinical practice. 
At this point, the first part of this thesis, From clinic to laboratory, seamlessly connects to 
the  second  part,  From  laboratory  to  clinic,  in which we  assessed  different methods  to 
facilitate the diagnostic needs. Every diagnostic tool, no matter how ideal the approach may 
seem,  requires  an  adequate method  of  detection.  In  the  second  part, we  particularly 
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focused on methods which use nucleic acids, from target to binding molecule. Nucleic acids 
as  target  carry  the  advantage  of  being  present  in  each  organism,  thus  introducing  the 
capability to measure the presence of pathogens simultaneously with the state of disease 
in the host. Nucleic acids also carry great advantages over conventional binding molecules, 
such  as  antibodies,  since  these molecules  can be  chemically  synthesized. This  synthesis 
leads to well controlled characteristics, which allows binding to a wide variety of targets. 
 
Despite the advancement of molecular methods, the implementation of these novel tests 
in clinical practice is slow. In our opinion this is also due to the lack of a clear structure to 
develop diagnostic assays. We strongly believe  in  the design‐build‐test  iterative process, 
which starts  from a defined clinical need. From  this clinical need,  the diagnostic need  is 
derived, defining the assay requirements, thereby increasing the success rate. 
 
In this thesis, we present novel diagnostic tools and approaches to facilitate an unmet need 
in the diagnostic workup of infectious diseases, specifically bronchiolitis in children. In this 
context, nucleic acid‐based tests will play a central role, because of the ubiquity of nucleic 
acids in host as well as pathogen and the extensive amounts of information these contain. 
In the conventional setting the diagnosis is primarily based on clinical examination and on 
detection of the causative agent. The next generation of diagnostic tests will also generate 
data to predict the course of disease. This is crucial to institute appropriate therapy and to 
reduce unnecessary hospital admissions. Ideally, these tests will be performed at the first 
line of care, at the general practitioner’s office or at home. Currently, development of new 
diagnostic tools is mainly technology driven and starts in hospital settings. To assure clinical 
implementation and optimal use for the improvement of patient care, these technologies 
should be developed  in  close  collaboration with  clinicians  involved  in  the  care of  these 
patients. 
Particularly for RSV  infections, these tests will facilitate to distinguish viral from bacterial 
infections  and  will  support  clinicians  to  decide  whether  or  not  a  child  needs  to  be 
hospitalized1‐3. 
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context, nucleic acid‐based tests will play a central role, because of the ubiquity of nucleic 
acids in host as well as pathogen and the extensive amounts of information these contain. 
In the conventional setting the diagnosis is primarily based on clinical examination and on 
detection of the causative agent. The next generation of diagnostic tests will also generate 
data to predict the course of disease. This is crucial to institute appropriate therapy and to 
reduce unnecessary hospital admissions. Ideally, these tests will be performed at the first 
line of care, at the general practitioner’s office or at home. Currently, development of new 
diagnostic tools is mainly technology driven and starts in hospital settings. To assure clinical 
implementation and optimal use for the improvement of patient care, these technologies 
should be developed  in  close  collaboration with  clinicians  involved  in  the  care of  these 
patients. 
Particularly for RSV  infections, these tests will facilitate to distinguish viral from bacterial 
infections  and  will  support  clinicians  to  decide  whether  or  not  a  child  needs  to  be 
hospitalized1‐3. 
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Infecties van de luchtwegen komen veel voor en variëren in ernst, van milde bovenste tot 
ernstige  lagere  luchtweginfecties.  De meerderheid  van  de  lagere  luchtweginfecties  bij 
zuigelingen en  jonge kinderen wordt veroorzaakt door virussen. De meest voorkomende 
verwekker  van  luchtweginfecties  is  respiratoir  syncytieel  virus  (RSV).  Infecties door RSV 
veroorzaken een breed  spectrum aan klinische manifestaties. Ontwikkeling van ernstige 
ziekte wordt  vaak waargenomen  bij  kinderen  jonger dan  6 maanden  en  vormt  in  deze 
leeftijdsgroep de belangrijkste  reden  voor  ziekenhuisopname. De mechanismen die  ten 
grondslag liggen aan de ontwikkeling van deze ernstige infecties zijn onbekend. Er zijn wel 
een  aantal  factoren  die  sterk  zijn  geassocieerd met  ernst  van  ziekte,  zoals  leeftijd  en 
vroeggeboorte. Daarnaast blijkt uit recente studies dat een ernstig verloop van RSV‐infectie 
een  immunologische  basis  heeft  en  dat  de  immuunreactie  op  het  virus  daarbij  een 
belangrijke  determinant  is.  De  aanwezigheid  van  andere  virussen  of  bacteriën  kunnen 
eveneens  het  verloop  van  de  infecties  beïnvloeden.  Interessant  is  dat  deze  micro‐
organismen  zich niet direct  in de  lagere  luchtwegen hoeven  te bevinden, maar ook het 
microbioom van de bovenste luchtwegen kan invloed hebben op de ernst van ziekte. 
 
De diagnose van lagere luchtweginfecties is vaak alleen gebaseerd op klinisch onderzoek. 
Echter, dit  is niet altijd  toereikend om onderscheid  te maken  tussen virale en bacteriële 
infecties.  Een  onjuiste  diagnose  kan  verstrekkende  gevolgen  hebben,  zoals  verkeerd 
antibiotica gebruik, onnodige ziekenhuisopname en zelfs onderschatting van de ernst van 
ziekte. Het is daarom belangrijk de verwekker snel te identificeren om vervolgens zo snel 
mogelijk de meest geschikte behandeling te starten. 
Om  een  nauwkeurige  diagnose  te  stellen moet  er  een  representatief monster worden 
afgenomen. Hierbij  is het belangrijk te weten dat ziekteverwekkers  (pathogenen) van de 
lagere luchtwegen meestal enige tijd in de bovenste luchtwegen verblijven alvorens af te 
dalen. Echter, voor bacteriële infecties is het bemonsteren van de bovenste luchtwegen niet 
afdoende, omdat veel van deze pathogenen in staat zijn de neuskeelholte asymptomatisch 
tekoloniseren. In die gevallen zal invasieve bemonstering nodig zijn. 
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De meeste diagnostische analyses worden uitgevoerd op een centraal laboratorium. Lang 
maakte men hier gebruik van kweekmethoden die veel tijd kostten, maar met de komst van 
moleculaire technieken werden deze systematisch vervangen. Bij verdenking van een virale 
infectie  zijn  nucleïnezuur  amplificatie  testen  (NAATs)  inmiddels  de  gouden  standaard. 
Hierbij wordt een kwantitatieve polymerase kettingreactie  (qPCR) methode gebruikt om 
patiëntmateriaal te onderzoeken op de aanwezigheid van virale respiratoire pathogenen. 
Vaak  worden  deze  analyses  in  multiplex  uitgevoerd  met  een  panel  om  de  meest 
voorkomende  virale  respiratoire  pathogenen  te  detecteren.  De  qPCR  techniek  kan  dit 
binnen enkele uren met een hoge gevoeligheid, daarentegen vereist deze techniek wel een 
grondige expertise voor analyse en  interpretatie. Ook worden deze tests vaak  in batches 
uitgevoerd, wat resulteert in aanzienlijk tijdsverlies. 
Aangezien  een  groot  deel  van  de  kinderen met  een  lagere  luchtweginfectie  empirisch 
behandeld  worden  met  antibiotica,  kan  een  snelle  en  nauwkeurige  diagnose  een 
aanzienlijke  verbetering  geven  van  de  behandeling  en  daarmee  de  ziektelast  verlagen. 
Daarnaast  zal  dit  ook  mogelijk  verkeerd  gebruik  van  antibiotica  minimaliseren  en  zo 
antimicrobiële resistentie beperken, welke momenteel een van de grootste uitdagingen is 
in de mondiale gezondheidszorg. 
Decentralisatie van diagnostische testen is een uitermate geschikte mogelijkheid om de tijd 
tot diagnose drastisch  te verminderen. Bovendien kan het  testen  in de nabijheid van de 
patiënt ook de verspreiding van  infectieziekten beperken, aangezien de effectiviteit van 
interventies tijdens een uitbraak afhankelijk is van de tijd tot diagnose. 
De laatste jaren komen er steeds meer nieuwe diagnostische tests en platforms op de markt 
die  voorzien  in  deze  vraag.  Globaal  kunnen  deze  diagnostische  technieken  worden 
ingedeeld in twee soorten: Plaats‐van‐Zorg testen (Point‐of‐Care Tests, POCTs) en monster‐
in  resultaat‐uit platformen  (Sample‐In Result‐Out, SIROs). POCTs  zijn over het algemeen 
eenvoudige  immunochromatografische testen voor het direct opsporen van antigenen of 
antilichamen  en  worden  idealiter  aan  het  bed  uitgevoerd.  Het  gebruik  van  POCTs 
vermindert de  tijd  tot diagnose aanzienlijk, maar deze  tests  zijn veel minder gevoelig  in 
vergelijking  met  NAATs.  SIROs  zijn  aanzienlijk  gevoeliger  dan  POCTs.  Deze  volledig 
 
 
 
geïntegreerde  systemen  bieden  een monster‐in  resultaat‐uit  opzet met  de  technische 
voordelen van een conventionele NAAT, maar zonder de vereiste deskundigheid voor de 
uitvoering of  interpretatie. De  tijd  tot diagnose van SIROs  is momenteel nog steeds een 
kwestie van uren en dit  is  lang  in vergelijking met de minuten van POCTs. Het grootste 
voordeel van SIROs  ten opzichte van de POCTs  is het vermogen om meerdere analyten 
tegelijkertijd te analyseren. Multi‐analyt analyse biedt mogelijk aanzienlijk meer informatie 
met betrekking  tot de  toestand  van  ziekte, het  type  ziekteverwekkers en de potentiële 
effectiviteit van behandelen. 
 
Nieuwe  technologische  ontwikkelingen  bieden  mogelijkheden  ter  verbetering  van  de 
differentiaaldiagnose met betrekking tot virale lagere luchtweginfecties. In deze thesis zijn 
nieuwe nucleïnezuur‐gebaseerde diagnostische benaderingen  en methoden onderzocht, 
ten behoeve van de huidige diagnostiek voor virale  lagere  luchtweginfecties. Het eerste 
deel  van  deze  thesis,  van  kliniek  naar  laboratorium,  presenteert  de  studies  naar  het 
ontdekken van nieuwe diagnostische markers. Vervolgens worden in het tweede deel, van 
laboratorium naar de kliniek, nieuwe diagnostische  technieken beschreven en getest op 
haalbaarheid en potentieel om de huidige diagnostiek te verbeteren. 
 
Van  kliniek  naar  laboratorium.  In  hoofdstuk  twee wordt  de  studie  beschreven waarin 
monsters uit de nasopharynx van jonge kinderen met een RSV‐infectie zijn onderzocht om 
biomarkers  te vinden die geassocieerd zijn met ernst van ziekte. Microarray‐gebaseerde 
analyses resulteerde in de ontdekking van een aantal biomarkers, welke vervolgens met een 
reverse  transcriptase  qPCR  (RT‐qPCR)  gevalideerd  zijn  in  een  onafhankelijke  cohort. De 
resultaten  laten zien dat de differentiële expressie van tetraspanin 8 (TSPAN8), mucin 13 
(MUC13),  β‐microseminoprotein  (MSP)  en  chemokine  ligand  7  (CCL7)  een  RSV‐infectie 
bevestigd en kan discrimineren tussen de mate van ernst bij RSV geïnfecteerde kinderen. 
Deze studie toont aan dat buiten pathogeen detectie in de nasopharynx, er ook gastheer 
genexpressie gemeten kan worden om een actieve infectie te bevestigen en de mate van 
ernst  te bepalen. Bij ons weten  is dit de eerste studie waarin nasopharyngeale gastheer 
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De meeste diagnostische analyses worden uitgevoerd op een centraal laboratorium. Lang 
maakte men hier gebruik van kweekmethoden die veel tijd kostten, maar met de komst van 
moleculaire technieken werden deze systematisch vervangen. Bij verdenking van een virale 
infectie  zijn  nucleïnezuur  amplificatie  testen  (NAATs)  inmiddels  de  gouden  standaard. 
Hierbij wordt een kwantitatieve polymerase kettingreactie  (qPCR) methode gebruikt om 
patiëntmateriaal te onderzoeken op de aanwezigheid van virale respiratoire pathogenen. 
Vaak  worden  deze  analyses  in  multiplex  uitgevoerd  met  een  panel  om  de  meest 
voorkomende  virale  respiratoire  pathogenen  te  detecteren.  De  qPCR  techniek  kan  dit 
binnen enkele uren met een hoge gevoeligheid, daarentegen vereist deze techniek wel een 
grondige expertise voor analyse en  interpretatie. Ook worden deze tests vaak  in batches 
uitgevoerd, wat resulteert in aanzienlijk tijdsverlies. 
Aangezien  een  groot  deel  van  de  kinderen met  een  lagere  luchtweginfectie  empirisch 
behandeld  worden  met  antibiotica,  kan  een  snelle  en  nauwkeurige  diagnose  een 
aanzienlijke  verbetering  geven  van  de  behandeling  en  daarmee  de  ziektelast  verlagen. 
Daarnaast  zal  dit  ook  mogelijk  verkeerd  gebruik  van  antibiotica  minimaliseren  en  zo 
antimicrobiële resistentie beperken, welke momenteel een van de grootste uitdagingen is 
in de mondiale gezondheidszorg. 
Decentralisatie van diagnostische testen is een uitermate geschikte mogelijkheid om de tijd 
tot diagnose drastisch  te verminderen. Bovendien kan het  testen  in de nabijheid van de 
patiënt ook de verspreiding van  infectieziekten beperken, aangezien de effectiviteit van 
interventies tijdens een uitbraak afhankelijk is van de tijd tot diagnose. 
De laatste jaren komen er steeds meer nieuwe diagnostische tests en platforms op de markt 
die  voorzien  in  deze  vraag.  Globaal  kunnen  deze  diagnostische  technieken  worden 
ingedeeld in twee soorten: Plaats‐van‐Zorg testen (Point‐of‐Care Tests, POCTs) en monster‐
in  resultaat‐uit platformen  (Sample‐In Result‐Out, SIROs). POCTs  zijn over het algemeen 
eenvoudige  immunochromatografische testen voor het direct opsporen van antigenen of 
antilichamen  en  worden  idealiter  aan  het  bed  uitgevoerd.  Het  gebruik  van  POCTs 
vermindert de  tijd  tot diagnose aanzienlijk, maar deze  tests  zijn veel minder gevoelig  in 
vergelijking  met  NAATs.  SIROs  zijn  aanzienlijk  gevoeliger  dan  POCTs.  Deze  volledig 
 
 
 
geïntegreerde  systemen  bieden  een monster‐in  resultaat‐uit  opzet met  de  technische 
voordelen van een conventionele NAAT, maar zonder de vereiste deskundigheid voor de 
uitvoering of  interpretatie. De  tijd  tot diagnose van SIROs  is momenteel nog steeds een 
kwestie van uren en dit  is  lang  in vergelijking met de minuten van POCTs. Het grootste 
voordeel van SIROs  ten opzichte van de POCTs  is het vermogen om meerdere analyten 
tegelijkertijd te analyseren. Multi‐analyt analyse biedt mogelijk aanzienlijk meer informatie 
met betrekking  tot de  toestand  van  ziekte, het  type  ziekteverwekkers en de potentiële 
effectiviteit van behandelen. 
 
Nieuwe  technologische  ontwikkelingen  bieden  mogelijkheden  ter  verbetering  van  de 
differentiaaldiagnose met betrekking tot virale lagere luchtweginfecties. In deze thesis zijn 
nieuwe nucleïnezuur‐gebaseerde diagnostische benaderingen  en methoden onderzocht, 
ten behoeve van de huidige diagnostiek voor virale  lagere  luchtweginfecties. Het eerste 
deel  van  deze  thesis,  van  kliniek  naar  laboratorium,  presenteert  de  studies  naar  het 
ontdekken van nieuwe diagnostische markers. Vervolgens worden in het tweede deel, van 
laboratorium naar de kliniek, nieuwe diagnostische  technieken beschreven en getest op 
haalbaarheid en potentieel om de huidige diagnostiek te verbeteren. 
 
Van  kliniek  naar  laboratorium.  In  hoofdstuk  twee wordt  de  studie  beschreven waarin 
monsters uit de nasopharynx van jonge kinderen met een RSV‐infectie zijn onderzocht om 
biomarkers  te vinden die geassocieerd zijn met ernst van ziekte. Microarray‐gebaseerde 
analyses resulteerde in de ontdekking van een aantal biomarkers, welke vervolgens met een 
reverse  transcriptase  qPCR  (RT‐qPCR)  gevalideerd  zijn  in  een  onafhankelijke  cohort. De 
resultaten  laten zien dat de differentiële expressie van tetraspanin 8 (TSPAN8), mucin 13 
(MUC13),  β‐microseminoprotein  (MSP)  en  chemokine  ligand  7  (CCL7)  een  RSV‐infectie 
bevestigd en kan discrimineren tussen de mate van ernst bij RSV geïnfecteerde kinderen. 
Deze studie toont aan dat buiten pathogeen detectie in de nasopharynx, er ook gastheer 
genexpressie gemeten kan worden om een actieve infectie te bevestigen en de mate van 
ernst  te bepalen. Bij ons weten  is dit de eerste studie waarin nasopharyngeale gastheer 
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genexpressie is bestudeerd in de context van infectieziekten. 
 
Interacties  tussen  micro‐organismen  kunnen  effect  hebben  op  de  ontwikkeling  van 
infectieziekten,  zo  ook  in  het  microbioom  van  de  bovenste  luchtwegen.  De  huidige 
standaard  voor microbioom  analyse,  16S  rRNA  gen  amplicon  sequencing,  is  tijdrovend, 
arbeid‐intensief  en  de  analyse  vereist  expertise.  Deze  aspecten maken  16S  rRNA  gene 
amplicon  sequencing  minder  geschikt  als  diagnostisch  instrument.  In  hoofdstuk  drie 
beschrijven we een methode om de  twee verschillende groepen, waaruit het bacteriele 
microbioom  bestaat  (Gram‐positieve  en  Gram‐negatieve  bacteriën),  in  de  bovenste 
luchtwegen  te  onderscheiden,  op  basis  van  het  16S  gen. Met  deze  methode  kan  de 
verhouding tussen deze groepen  (Gram‐ratio)  in de tijd worden gevolgd met behulp van 
een  simpele  PCR  analyse.  In  de  nasopharyngeale  monsters  afgenomen  bij  gezonde 
volwassen  uit  een  Streptococcus  pneumoniae  dragerschapsstudie  is  een  duidelijke 
verschuiving in de Gram‐ratio te zien. In het geval van een virale infectie, nam de variatie in 
Gram‐ratio significant toe. Deze simpele en robuuste methode zou ingezet kunnen worden 
bij het verkrijgen van een beter inzicht ten aanzien van immunologische mechanismen die 
geactiveerd worden door onderdelen van Gram‐positieve of ‐negatieve bacteriën tijdens de 
infectie van de luchtwegen. 
 
Van laboratorium naar kliniek. Buiten informatiedrager, kunnen nucleïnezuren ook andere 
functies  hebben  in  diagnostische  testen.  In  hoofdstuk  vier  wordt  het  gebruik  van 
nucleïnezuren als eiwitbindende moleculen, zogenaamde aptameren, en de potentie van 
aptameer‐gebaseerde sensoren op het gebied van de virale diagnostiek beschreven. 
Als  gevolg  van de  gecontroleerde  selectie omgeving  zijn  eigenschappen  van  aptameren 
goed  te bepalen. Daarbij  zijn aptameren over het algemeen  zeer  stabiel en gemakkelijk 
aanpasbaar  in  vergelijking met  traditionele  antilichamen. Gebruik  van  aptameren  biedt 
daarom  een  grotere  flexibiliteit,  bijvoorbeeld  met  betrekking  tot  adaptatie  aan  de 
voortdurend evoluerende virusstammen. 
Sinds de ontdekking van aptameren  zijn er een groot aantal virus‐specifieke aptameren 
 
 
 
tegen diverse pathogene  virussen ontwikkeld. Echter, het  gebruik  van aptameren  in de 
huidige diagnostiek blijft zeldzaam. Pas recent, zijn de eerste aptasensoren gebruikt voor 
virale  diagnostiek.  Om  de  ontwikkeling  en  introductie  van  diagnostische  tests  te 
bespoedigen is het belangrijk om te beginnen bij een diagnostische noodzaak.  
 
In  hoofdstuk  vijf  beschrijven  we  het  gebruik  van  nucleïnezuren  als  bindings‐  en 
herkenningsmolecuul voor nucleïnezuur sequenties. Deze offline pre‐screeningsmethode 
voor analytische parameters  is ontwikkeld voor complexe elektrochemische biosensoren, 
aangezien online assay ontwikkeling hier kostbaar en tijdrovend kan zijn. 
De test  is ontwikkeld op een goudsubstraat vanwege de directe vertalingsmogelijkheden 
naar een capacitief biosensor platform. Met behulp van een zelf‐assemblerende monolaag 
van  alkaanthiolen  zijn  specifieke  ssDNA‐gebaseerde  bindingsmoleculen  op  het  goud 
aangebracht.  Als model  is  er  een  synthetische  ssDNA  homoloog  van  het  RSV‐genoom 
gebruikt.  Dit  molecuul  wordt  met  hoge  specificiteit  en  gevoeligheid,  10  pmol∙l‐1, 
gedetecteerd. Daarnaast blijkt de test zeer stabiel, zelfs na 74 dagen is er geen verlies aan 
signaalintensiteit. 
De algemene karakteristieken van deze methode, zoals lage kosten en het gemak om grote 
aantallen monsters te analyseren, maken deze test uitermate geschikt voor ontwikkeling en 
optimalisatie. Dit geldt met name voor platforms met een complexe transducer methode, 
zoals capacitieve biosensoren. 
 
Hoofstuk zes omschrijft de introductie van een multiplex RT‐qPCR op het IdyllaTM platform. 
Deze SIRO test meet gelijktijdig de expressie van vier biomarkers (MMP9, OLFM4, CD177 en 
LCN2) uit 1 milliliter volbloed. Na de ontwikkeling is de biologische en technische variatie 
bepaald.  Voor  de  technische  variatie  zijn  twee  gezonde  volwassenen meerdere malen 
gemeten  en  voor  de  biologische  variatie  zijn meerdere  gezonde  volwassenen  in  duplo 
gemeten. Resultaten laten zien dat drie van de vier biomarkers ten alle tijden zijn gemeten, 
echter wordt er over het algemeen een hoge variatie  in de genexpressie gevonden. De 
biologische variatie  is hoger dan de  technische variatie, waaruit valt  te concluderen dat 
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genexpressie is bestudeerd in de context van infectieziekten. 
 
Interacties  tussen  micro‐organismen  kunnen  effect  hebben  op  de  ontwikkeling  van 
infectieziekten,  zo  ook  in  het  microbioom  van  de  bovenste  luchtwegen.  De  huidige 
standaard  voor microbioom  analyse,  16S  rRNA  gen  amplicon  sequencing,  is  tijdrovend, 
arbeid‐intensief  en  de  analyse  vereist  expertise.  Deze  aspecten maken  16S  rRNA  gene 
amplicon  sequencing  minder  geschikt  als  diagnostisch  instrument.  In  hoofdstuk  drie 
beschrijven we een methode om de  twee verschillende groepen, waaruit het bacteriele 
microbioom  bestaat  (Gram‐positieve  en  Gram‐negatieve  bacteriën),  in  de  bovenste 
luchtwegen  te  onderscheiden,  op  basis  van  het  16S  gen. Met  deze  methode  kan  de 
verhouding tussen deze groepen  (Gram‐ratio)  in de tijd worden gevolgd met behulp van 
een  simpele  PCR  analyse.  In  de  nasopharyngeale  monsters  afgenomen  bij  gezonde 
volwassen  uit  een  Streptococcus  pneumoniae  dragerschapsstudie  is  een  duidelijke 
verschuiving in de Gram‐ratio te zien. In het geval van een virale infectie, nam de variatie in 
Gram‐ratio significant toe. Deze simpele en robuuste methode zou ingezet kunnen worden 
bij het verkrijgen van een beter inzicht ten aanzien van immunologische mechanismen die 
geactiveerd worden door onderdelen van Gram‐positieve of ‐negatieve bacteriën tijdens de 
infectie van de luchtwegen. 
 
Van laboratorium naar kliniek. Buiten informatiedrager, kunnen nucleïnezuren ook andere 
functies  hebben  in  diagnostische  testen.  In  hoofdstuk  vier  wordt  het  gebruik  van 
nucleïnezuren als eiwitbindende moleculen, zogenaamde aptameren, en de potentie van 
aptameer‐gebaseerde sensoren op het gebied van de virale diagnostiek beschreven. 
Als  gevolg  van de  gecontroleerde  selectie omgeving  zijn  eigenschappen  van  aptameren 
goed  te bepalen. Daarbij  zijn aptameren over het algemeen  zeer  stabiel en gemakkelijk 
aanpasbaar  in  vergelijking met  traditionele  antilichamen. Gebruik  van  aptameren  biedt 
daarom  een  grotere  flexibiliteit,  bijvoorbeeld  met  betrekking  tot  adaptatie  aan  de 
voortdurend evoluerende virusstammen. 
Sinds de ontdekking van aptameren  zijn er een groot aantal virus‐specifieke aptameren 
 
 
 
tegen diverse pathogene  virussen ontwikkeld. Echter, het  gebruik  van aptameren  in de 
huidige diagnostiek blijft zeldzaam. Pas recent, zijn de eerste aptasensoren gebruikt voor 
virale  diagnostiek.  Om  de  ontwikkeling  en  introductie  van  diagnostische  tests  te 
bespoedigen is het belangrijk om te beginnen bij een diagnostische noodzaak.  
 
In  hoofdstuk  vijf  beschrijven  we  het  gebruik  van  nucleïnezuren  als  bindings‐  en 
herkenningsmolecuul voor nucleïnezuur sequenties. Deze offline pre‐screeningsmethode 
voor analytische parameters  is ontwikkeld voor complexe elektrochemische biosensoren, 
aangezien online assay ontwikkeling hier kostbaar en tijdrovend kan zijn. 
De test  is ontwikkeld op een goudsubstraat vanwege de directe vertalingsmogelijkheden 
naar een capacitief biosensor platform. Met behulp van een zelf‐assemblerende monolaag 
van  alkaanthiolen  zijn  specifieke  ssDNA‐gebaseerde  bindingsmoleculen  op  het  goud 
aangebracht.  Als model  is  er  een  synthetische  ssDNA  homoloog  van  het  RSV‐genoom 
gebruikt.  Dit  molecuul  wordt  met  hoge  specificiteit  en  gevoeligheid,  10  pmol∙l‐1, 
gedetecteerd. Daarnaast blijkt de test zeer stabiel, zelfs na 74 dagen is er geen verlies aan 
signaalintensiteit. 
De algemene karakteristieken van deze methode, zoals lage kosten en het gemak om grote 
aantallen monsters te analyseren, maken deze test uitermate geschikt voor ontwikkeling en 
optimalisatie. Dit geldt met name voor platforms met een complexe transducer methode, 
zoals capacitieve biosensoren. 
 
Hoofstuk zes omschrijft de introductie van een multiplex RT‐qPCR op het IdyllaTM platform. 
Deze SIRO test meet gelijktijdig de expressie van vier biomarkers (MMP9, OLFM4, CD177 en 
LCN2) uit 1 milliliter volbloed. Na de ontwikkeling is de biologische en technische variatie 
bepaald.  Voor  de  technische  variatie  zijn  twee  gezonde  volwassenen meerdere malen 
gemeten  en  voor  de  biologische  variatie  zijn meerdere  gezonde  volwassenen  in  duplo 
gemeten. Resultaten laten zien dat drie van de vier biomarkers ten alle tijden zijn gemeten, 
echter wordt er over het algemeen een hoge variatie  in de genexpressie gevonden. De 
biologische variatie  is hoger dan de  technische variatie, waaruit valt  te concluderen dat 
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hoewel  de  gevoeligheid  van  deze  test  verbetering  vereist,  het  IdyllaTM  platform 
betrouwbaar kan meten mits er voldoende expressie is. 
De combinatie van deze snelle multiplex‐bepaling van relatieve genexpressie  in volbloed 
met  de  gebruikersvriendelijke  IdyllaTM  is  uitermate  geschikt  voor  gedecentraliseerde 
diagnostiek, bij de eerste hulp, in de kliniek of zelfs bij de huisarts. 
 
In  de  conventionele  diagnostiek  is  de  diagnose  gebaseerd  op  klinisch  onderzoek  en 
opsporing van de ziekteverwekker. De volgende generatie diagnostische tests zal daarnaast, 
op basis van de respons van de patient op de ziekteverwekker, ook informatie verschaffen 
met betrekking tot het verloop van de ziekte. Dit is essentieel voor het vinden van de meest 
passende therapie en om onnodige ziekenhuisopnames te vermijden.  In het  ideale geval 
zullen deze tests worden uitgevoerd in de eerstelijns zorg of bij de huisarts. 
Momenteel  is  ontwikkeling  van  nieuwe  diagnostische  instrumenten  voornamelijk 
technologie gedreven. Echter, om een significante bijdrage te leveren aan de verbetering 
van  patiëntenzorg,  zou  de  ontwikkeling  moeten  beginnen  bij  de  patiënt.  Nauwe 
samenwerking tussen diagnostiek ontwikkelaars en clinici garandeert dat de te ontwikkelen 
testen aansluiten bij de klinische behoefte.  
In dit proefschrift  is er hoofdzakelijk gekeken naar diagnostiek bij kinderen met een RSV‐
infectie. Aangezien RSV de meest voorkomende oorzaak van lagere luchtweginfecties is, kan 
de ontwikkeling van nieuwe diagnostiek een grote impact hebben op de verbetering van de 
zorg. Deze testen zullen met name gericht zijn op de ondersteuning van clinici bij het maken 
van onderscheid tussen bacteriële en virale  infecties en bij het nemen van een beslissing 
over opname van de patient. 
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Dankwoord 
 
Een PhD duurt jaren en gaat zeker niet zonder slag of stoot. Het blijft een kwestie van vallen 
en opstaan en daarbij zijn lotgenoten, collega’s, vrienden en familie van groot belang. De 
ondersteuning, ervaring en afleiding hebben mij lastige fases doen overleven en vergeten. 
Ik mag mij gelukkig prijzen met de goede tijd die ik heb gehad. Nu ik mijn dankwoord schrijf, 
zo’n dag of  twee voordat deze  thesis naar de drukker gaat,  is het  risico aanwezig dat  ik 
mensen vergeet, maar weet dat  ik ook  jou dankbaar ben voor alles wat  jij voor mij hebt 
gedaan. 
 
Marien, met jou wil ik beginnen, want zonder jouw geduld en tomeloze inzet was dit boekje 
er niet geweest. Toen  jij bij het LKI begon deelden wij met vier anderen een kantoor vol 
minibureaus. Wie had toen gedacht dat jij mij door deze PhD heen zou loodsen.  
Op het dieptepunt van mijn project nam jij het roer van Prof. dr. Hermans over en kregen 
we een samenwerking met Biocartis van de grond. Hierdoor kon ik mijn PhD vervolgen. Zo’n 
4 jaar later komt er een eind aan dit traject, maar niet aan onze samenwerking. Inmiddels 
werk ik bij Innosieve Diagnostics, maar het X‐halyzer project draaien we natuurlijk samen 
met  jou. Alleen “dank  je wel” gaat bij  jou de  lading niet dekken, het was een gigantisch 
leerzaam avontuur met pieken en dalen, waarbij alleen jij de eerste alinea mag halen. Beste 
Marien, bedankt voor alles en mogen vele met mij beseffen wat  jij allemaal voor het LKI 
doet. 
 
Beste Prof. dr. de Groot, Ronald,  jouw hulp en begeleiding de  laatste  jaren van mijn PhD 
bracht mij het klinisch inzicht; waarom ik doe, wat ik doe. Het is mij inmiddels ook duidelijk 
dat een professor met emeritaat misschien wel wat meer gaat reizen, maar nog zeker niet 
met pensioen gaat. Wij hebben veel gesproken en je hebt altijd een woordje klaar wanneer 
het even tegenzit, waarbij jij heerlijk kan relativeren met jouw Rotterdamse nuchterheid. 
Daarbij was het altijd een eer om je te helpen als jouw telefoon het weer begaf of bij het 
maken van video’s wanneer jij die ineens nodig had. Ronald, het is een groot genoegen jou 
mijn promotor te mogen noemen, bedankt voor jouw begeleiding en kritisch oog. 
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In september 2009 stuurde ik een open sollicitatiebrief naar het LKI, waarop jij reageerde 
“kom maar eens langs”. Prof. dr. Hermans, Peter, die dag herinner ik mij nog goed. Daar zat 
jij samen met Gerben en eigenlijk hoefde  ik weinig te vertellen, want praten deden jullie 
wel. Tot mijn verbazing kreeg ik daarna het bericht dat ik mocht beginnen, want jij had wel 
een  interessant project. Dit was het begin  van  alles. Het project  leidde  tot een  intense 
samenwerking  met  NXP  Semiconductors,  waaruit  mijn  PhD  onderzoek  voortkwam. 
Hiervoor wil ik jou natuurlijk bedanken, maar ook voor de stevige discussies die wij mochten 
voeren, want zonder passie is PhD onderzoek een onbegonnen zaak. Beste Peter, jij hebt 
LKI alweer een tijdje geleden verlaten en  ik hoop dat  je het niet te veel mist, maar wil  je 
laten weten dat jouw bijdrage ook onmisbaar was. 
 
Het laboratorium voor kinderinfectieziekten, LKI, waar ik mijn PhD onderzoek heb mogen 
volbrengen. Een plek waar ik mij altijd thuis heb mogen voelen, zelfs toen ik vaker in België 
zat. Ik heb veel mensen zien komen en gaan, maar de sfeer was altijd daar. De oude garde, 
waarvan ik zeker wat namen ga missen: Hester, Peter, Lori, Kim, Lilly, Stefan, Daan, Stan, 
Stefanie en Amelieke; Kamergenoten:  Inge, Marloes, Marrit, Erika en  later Fredrick,  Jop, 
Hanneke, Kirsten, Ria, Esther en de nieuwe Inge; Postdocs: Saskia, Dimitri, Gerben, Jeroen; 
Technicians: Fred, Marc, Christa, Elles; Secretariaat: Sandra, Ada en  iedereen die  ik ben 
vergeten…  ik ben eerlijk wanneer  ik zeg dat  ik geen betere collega’s kon wensen.  Ik heb 
jullie uren van het werk mogen houden met kletspraat, maar ook als het minder ging kon ik 
mijn ei kwijt. Hoe vaak ik niet ben geholpen, omdat ik iets niet kon vinden. Bedankt voor 
jullie steun, luisterend oor en gezelligheid! 
 
Al die jaren zat het LKI samen met het laboratorium voor kinderoncologie, LKO, en ook jullie 
wil  ik zeker niet vergeten te bedanken. Marc, Liesbeth, Dorette, Melanie, Esther, Jeroen, 
Laurens, Yuni, Blanca, Arthur, Jorn, Miriam, René, Kirsten, Frank en iedereen wiens naam 
mij is ontschoten, stiekem waren jullie bijna LKI. Oké, zonder de “i”, maar met een “o” van 
ongelofelijk genoten, gelachen en gewaardeerd. Ik kom in de toekomst nog zeker een keer 
snoep pakken. 
 
 
 
Gouden Trees, jij was mijn enige echte student en met jouw technische achtergrond konden 
wij de wereld aan. Samen werden wij interdisciplinair, wat dat dan ook mocht betekenen. 
Wij speelden met goud, dure apparatuur en het meeste werkte nog ook.  Ik hoop dat  jij 
gevonden hebt wat jij zocht, want ik weet dat iedereen zich gelukkig mag prijzen met jou in 
het team. 
 
Frans, de  samenwerking met NXP Semiconductors begon allemaal bij  jou…  jouw passie, 
jouw kindje: de biosensor. Samen met Friso, Hilco en Romano mocht ik de aanvraag voor 
mijn PhD project schrijven. Wij hadden nog zo’n 72 uur, dus dat moest wel lukken. En of het 
is gelukt. Jammer genoeg moesten wij onverhoopt vroeg afscheid nemen, maar de steun 
van het biosensor team zal ik nooit vergeten. 
 
Biocartis  (Henk, Geert, Erik, Erwin en Rudi) dank dat  ik bij en met  jullie mijn onderzoek 
mocht doen. Het werken aan het Idylla platform was een hele eer. In die tijd groeiden jullie 
als kool naar een grote speler  in de moleculaire diagnostiek, waarbij het gevoel van een 
familiebedrijf bleef. Rudi,  Inky, Els en  vele  anderen  stonden altijd  klaar, dit maakte het 
reizen en de verblijven meer dan waard. Mahesh, Paul and Jeff, I truly enjoyed our dinners 
and the pool billiards. I hope we will stay in touch and meet once again. 
 
Paweł, Ferdi, Bouke, Jochem, Dries en mijn grote neef Arjan, jullie hebben mij de afgelopen 
jaren niet zo vaak gezien, maar ik ben niemand vergeten. Binnenkort hoop ik dat allemaal 
weer in te halen; dan gaan wij weer genieten van voetbal en jeu de boules. 
 
Tijdens een PhD onderzoek breng je uren op het lab door waarop je eigenlijk ontspannen 
moet. Ontspanning vind je dan bij lotgenoten en bij de één wat meer, dan de ander. Jop, 
Arthur, René, Jeroen en Jeroen, wij mochten graag samen bier drinken en dat zullen wij in 
de toekomst zeker blijven doen. 
Ik mag mij ook gelukkig prijzen dat twee van deze heren mijn paranimfen wilden zijn. Jop 
en Jeroen,  jullie weten niet waar  jullie aan beginnen, want bij mij  is dit geen erebaantje. 
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Wanneer  de  meesten  dit  lezen  is  het  grootste  leed  al  voltrokken,  dan  hebben  jullie 
honderden enveloppen dichtgelikt en naar de postkamer gebracht. Super bedankt voor de 
hulp met deze belangrijke laatste loodjes! 
 
Papa,  mama,  Hanneke,  Robin,  Maartje,  Ivo,  Hubine,  Quincy,  ooms,  tantes,  neven  en 
nichten, mijn familie, die mij niet op elk feestje heeft gezien, want ik moest zo nodig werken 
om die thesis tot een einde te brengen. Dankjulliewel voor het geduld en begrip, wanneer 
ik op het laatste moment weer de plannen veranderde. Ik ben trots dat ik jullie familie mag 
noemen en zal er vanaf nu weer altijd bij proberen te zijn. Laten wij beginnen met carnaval 
dit jaar, dan ben ik hopelijk doctor en is mijn langdurige studie eindelijk klaar. 
 
Nu heb ik wel genoeg geschreven, ondanks dat mijn dankbaarheid oneindig is. Dit boekje is 
voor iedereen, genoemd of onverhoopt vergeten. Het was een prachtige tijd en ik mag mij 
gelukkig prijzen dat ik inmiddels aan de volgende stap werk bij Innosieve Diagnostics. Mijn 
collega’s aldaar wil ik zeker niet vergeten, omdat zij mijn geklaag moesten aanhoren. Beste 
Michel, Ronald, Ingrid en Marieke bedankt voor jullie steun. 
 
Als allerlaatste vernoem ik iemand, die niet graag bij naam wordt genoemd. Zolang zij maar 
zal weten hoeveel zij voor mij betekent. De avonden die ik vulde met schrijven, stond het 
eten klaar, wassen werden gedraaid en keek zij zelfs mijn teksten na. Daarbij bracht zij mij 
ontspanning en een knuffel op z’n tijd, wanneer ik het niet meer zag zitten. Zij kan misschien 
trots zijn, maar ik nog veel meer op haar, want zonder de liefde en ondersteuning was ik 
zeker nog niet klaar. Ik heb je lief. 
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Cornelis  Hubertus  (Corné)  van  den  Kieboom  is  geboren  op  21  november  1981  te 
Geertruidenberg. In 2002 behaalde hij zijn MLO‐diploma medisch microbiologie aan het Baronie 
College in Breda. Daarna volgde hij de HLO‐opleiding biotechnologie aan de Fontys Hogeschool 
in  Eindhoven.  Zijn  Master  of  Science  diploma  behaalde  hij  in  2007  aan  de  Wageningen 
Universiteit. Hier volgde hij de opleiding moleculaire en cellulaire biotechnologie en deed zijn 
afstudeeronderzoek:  “Unraveling  the  function  of  Multiprotein  Bridging  Factor  1  (Mbf1)  in 
Thermococcus kodakaraensis”, bij de afdeling Bacteriële Genetica onder begeleiding van prof. 
dr. John van der Oost, dr. Stan Brouns en dr. Bart de Koning.  
Na zijn studie was Corné werkzaam als junior onderzoeker bij de afdeling Fungal Genomics aan 
de Wageningen Universiteit en Researchcentrum waar hij onderzoek deed naar  carotenoïde 
productie in Saccharomyces cerevisiae. In de zomer van 2008 verhuisde hij naar Praag (Tsjechië) 
waar hij werkte als procurement associate bij ExxonMobil.  
Op  1  januari  2010  begon  hij  als  onderzoeker  aan  het  kenniswerkersproject  “Electronic 
Diagnostics Tests  for  Infectious Diseases” bij het  Laboratorium Kinderinfectieziekten  van het 
Radboud universitair medisch centrum in Nijmegen. De samenwerking met NXP Semiconductors 
was de basis  van een beurs welke werd  toegekend door Agentschap NL;  ‘CMOS‐sensors  for 
Clinical  Diagnostics  (CMOS4CD)’,  waarmee  hij  het  promotieonderzoek,  beschreven  in  dit 
proefschrift, heeft kunnen uitvoeren. Tijdens dit project richtte Corné zich op de ontwikkeling 
van  nucleïnezuur‐gebaseerde  detectie  op  een  CMOS‐sensor  moleculair  platform  voor  de 
diagnostiek  van  infectieziekten.  In  december  2011  kwam  de  samenwerking  onverwacht  ten 
einde, doordat de ontwikkeling van het platform door NXP Semiconductors werd gestaakt.  In 
januari 2013 werd het promotieonderzoek gecontinueerd  in  samenwerking met Biocartis en 
verlegde de focus zich naar de genexpressie van de gastheer tijdens virale infecties. Een deel van 
het werk  is  uitgevoerd  bij  Biocartis  in Mechelen  (België).  Het  onderzoek  beschreven  in  dit 
proefschrift werd begeleid door prof. dr. Peter Hermans, prof. dr. Ronald de Groot en dr. Marien 
de Jonge. 
Sinds september 2015 is Corné in dienst bij Innosieve Diagnostics B.V. in Wageningen waar hij 
werkt aan een instrument om de diagnostiek van bacteriele longinfecties te verbeteren door de 
ziekteverwekkers te meten in uitgeademde lucht.   
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